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El motivo LExE se encuentra conservado en todas las DNA polimerasas del tipo 
eucariota, y se localiza cerca del centro activo de polimerización. Estudios previos sugieren que 
el segundo Glu interacciona con el tercer ion no catalítico en la DNA polimerasa de RB69. En el 
subgrupo de las DNA polimerasas que inician la replicación con proteína terminal (TP), el primer 
Glu del motivo LExE está sustituido por Phe/Trp y precedido por una Gly. Se construyeron 
mutantes puntuales para los residuos aminoacídicos Gly481, Trp483, Ala484 y Glu486 
pertenecientes a la DNA polimerasa de ϕ29. Los resultados obtenidos junto a la resolución 
cristalográfica de la estructura del complejo ternario de la DNA polimerasa de ϕ29 nos permiten 
concluir que la Gly481 y el Trp483 podrían estar formando un bolsillo donde se acomoda la 
cadena lateral de la Val250, orientándola correctamente para interaccionar con el dNTP entrante. 
Los mutantes en el residuo Glu486 son también deficientes en polimerización y, como los 
mutantes en los residuos Gly481 y Trp483, en la actividad de pirofosforolisis cuando se usa el 
ion Mg2+, recuperando ambas actividades en presencia de Mn2+ e indicando un posible papel del 
Glu486 en la interacción con la fracción de pirofosfato del dNTP. 
La DNA polimerasa del fago ϕ29 contiene dos subdominios denominados TPR1 y TPR2 
(Terminal Protein Region), específicos de las DNA polimerasas del subgrupo de Protein-
priming. Estudios previos llevados a cabo sobre la región TPR1 de la DNA polimerasa de ϕ29 
revelaron que este subdominio establece las principales interacciones con la TP, además de 
contribuir a la correcta orientación tanto del extremo 3´-OH de una cadena iniciadora de DNA 
como del grupo OH- de la Ser232 de la TP en el centro activo de polimerización (Dufour et al., 
2000; Dufour et al., 2003). El estudio de los residuos del subdominio TPR1 localizados en el 
loop y situados en la entrada del surco de unión de los sustratos de la polimerasa, DNA y TP, 
permiten concluir un papel en la unión y/o estabilización de la molécula iniciadora en el centro 
activo de polimerización para el residuo Tyr310. Además, el residuo Tyr310 es importante para 
la correcta estabilización de la TP iniciadora en el centro activo de polimerización de la DNA 
polimerasa durante los procesos de síntesis de DNA. Así mismo, los mutantes puntuales R306A 
y F309A presentan deficiencias en las reacciones de iniciación de la replicación y posterior 
elongación cuando se utiliza como iniciador la proteína terminal, a pesar de cosedimentar con 
esta última. Estos resultados indican que las DNA polimerasas mutantes no son capaces de situar 
de manera correcta el dATP iniciador en el centro activo de polimerización, sugiriendo que los 
residuos Arg306 y Phe309 contribuyen a la correcta orientación del grupo OH- de la Ser232 en 
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 The LExE motif is conserved in the eukaryotic-type DNA polymerases being located 
close to the polymerization active site. Previous researches suggested that the second Glu was 
involved in binding a third noncatalytic ion in bacteriophage RB69 DNA polymerase. In the 
Protein-priming DNA polymerases subgroup, the LEXE motif lacks the first Glu in most cases, 
but it has a conserved Phe/Trp and a Gly preceding it. To ascertain the role of those residues, we 
have analyzed the behavior of mutants at the corresponding ϕ29 DNA polymerase residues 
Gly481, Trp483, Ala484, and Glu486. We show that mutations at Gly481 and Trp483 hamper 
insertion of the incoming dNTP in the presence of Mg2+ ions, a reaction highly improved when 
Mn2+ was used as metal activator. These results, together with previous crystallographic 
resolution of ϕ29 DNA polymerase ternary complex, allow us to infer that Gly481 and Trp483 
could form a pocket that orients Val250 to interact with the incoming dNTP. Mutants at Glu486 
are also defective in polymerization and, as mutants at Gly481 and Trp483, in the 
pyrophosphorolytic activity with Mg2+. Recovery of both reactions with Mn2+ supports a role for 
Glu486 in the interaction with the pyrophosphate moiety of the dNTP. 
ϕ29 DNA polymerase contains two subdomains, named TPR1 and TPR2 (Terminal 
Protein Region), specifically present in the protein-priming DNA polymerases subgroup. 
Previous studies revealed an important role of the TPR1 subdomain in establishing the main 
interactions with TP. It also contributes to the right orientation of both, the terminal 3’-OH group 
of the primer DNA strand and the OH- group of the TP residue Ser232 at the polymerization 
active site (Dufour et al., 2000; Dufour et al., 2003). In the second part of this work we have 
focused on specific residues of the TPR1 subdomain loop which are localized at the entrance of 
the DNA and TP binding groove. Our results allow us to conclude a role for Tyr310 in the correct 
stabilization/orientation of the priming molecule at the polymerization active site during the DNA 
synthesis process. Likewise, we have shown that R306A y F309A mutants exhibit defects during 
initiation of replication and further elongation when using a TP as primer, despite of 
cosedimenting with the latter protein. Altogether, the results indicate that the mutant DNA 
polymerases are unable to place correctly the initiator dATP molecule at the polymerization 
active site, suggesting that residues Arg306 y Phe309 contribute to the correct orientation of the 








BSA: seroalbúmina bovina (del inglés, Bovine Serum Albumin) 
BER: reparación por escisión de bases (del inglés, Base-Excision Repair) 
cm: centímetros 
C-terminal: carboxilo terminal 
DNA: ácido desoxirribonucleico (del inglés, DeoxyriboNucleic Acid) 









dRP: desoxirribosa fosfato 
dsDNA: DNA de cadena doble (del inglés, Double Stranded DNA) 
DTT: ditiotreitol 
EDTA: ácido etilen-diamino-tetra-acético 




mer: número de nucleótidos de un oligómero 
min: minuto 
nt: nucleótido. 
N-terminal: amino terminal 
NTP:  ribonucleósido-5-trifosfato 
OH: hidroxilo 
p: peso 
PAGE: electroforesis en gel de poliacrialmida (del inglés, PolyAcrylamide Gel Electrophoresis) 
pb: par de bases 
PHP: dominio histidinol fosfatasa asociado a la polimerasa (del inglés, Polymerase and 
Histidinol Phosphatase) 
pNP-TMP: éster de p-nitrofenil timidina monofosfato (del inglés, p-NitroPhenyl ester of 
Thymidine MonoPhosphate) 
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pNP: p-nitrofenol 
ϕ29 TP-DNA: DNA del bacteriófago φ29 con una molécula de proteína terminal unida 
covalentemente a cada uno de sus extremos 5´ 
PPi: pirofosfato inorgánico 
RNA: ácido ribonucleico (del inglés, RiboNucleic Acid) 
RNasa H: ribonucleasa H 
rpm: revoluciones por minuto 
RT: transcriptasa reversa (del inglés, Reverse Transcriptase) 
s: segundo 
SDS: dodecil sulfato sódico (del inglés, Sodium Dodecyl Sulphate) 
ssDNA: DNA de cadena sencilla (del inglés, Single Stranded DNA) 
SSB: proteína de unión a DNA de cadena sencilla (del inglés, Single Stranded DNA Binding 
protein) 
TdT: desoxinucleotidil transferasa terminal (del inglés, Terminal Desoxynucleotidyl 
Transferase)  
TLS: síntesis translesiva (del inglés, TransLesion Synthesis) 
TP: proteína terminal (del inglés, Terminal Protein) 
TP-DNA: DNA con una molécula de TP unida covalentemente a cada uno de sus extremos 5’ 
TP-dAMP: complejo de iniciación formado por una proteína terminal y el nucleótido iniciador 
dAMP 
TPR1/TPR2: del inglés, Terminal Protein Region 1/2 
Tris: trihidroximetil aminometano 
v: volumen 
VIH: virus de la inmunodeficiencia humana 
Vmax: Velocidad máxima 
VPPA: virus de la peste porcina africana 
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Cadena leading: cadena del DNA que se sintetiza de manera continua. 
Cadena lagging: cadena del DNA que se sintetiza de manera discontinua mediante la síntesis de 
fragmentos de Okazaki y en dirección contraria al avance de la horquilla de replicación. 
Clamp-loader: complejo proteico asociado a la horquilla de replicación encargado de ubicar, de 
manera dependiente de ATP, el factor de procesividad al extremo 3’ del RNA iniciador. 
Downstream: término empleado para referirse a la cadena de DNA que hibrida con la cadena 
molde y cuyo extremo 5´ se localiza “hacia abajo” una distancia determinada del extremo 3´ de 
la cadena iniciadora. 
Gap: hueco o espacio de ssDNA de longitud variable existente en un dsDNA. 
Kit: equipo o conjunto de materiales que se requieren para un proceso determinado. 
Loop: estructura flexible a modo de bucle o lazo presente en determinados dominios de algunas 
proteínas. 
Palm, fingers y thumb: subdominios que conforman el dominio de polimerización de las DNA 
y RNA polimerasas, llamados así por la similitud que presentan con la palma, dedos y pulgar de 
una mano derecha. 
Primer: iniciador de la replicación. Puede ser un fragmento de RNA, de DNA, o el grupo 
hidroxilo de una proteína. 
Sliding-back: término empleado para describir la translocación en sentido reverso del complejo 
TP-dAMP tras la reacción de iniciación. 
Sliding-clamps: proteínas que interaccionan con las DNA polimerasas estabilizando su unión al 
DNA. Confieren una alta procesividad a las DNA polimerasas replicativas durante la replicación. 
Upstream: término empleado para la cadena de DNA hibridada con la cadena molde y cuyo 
extremo 3´ será utilizado como iniciador de la replicación por la DNA polimerasa. 



















































Hasta mediados del siglo XX no se sospechaba que el ácido desoxirribonucleico, DNA, 
fuera la molécula capaz de asegurar la transmisión de los caracteres hereditarios de célula a 
célula, generación tras generación. Esta molécula contiene la información genética de la mayoría 
de los organismos vivos. Poco a poco, gracias al trabajo de numerosos científicos, se fueron 
desvelando detalles como su estructura, la manera en la que se encuentran apareadas la bases, o 
cómo se transmite la información genética. Y es justo en este último punto donde encontramos 
una serie de enzimas con un papel fundamental en la duplicación del material genético que se irá 
transmitiendo de generación a generación; estas enzimas son las polimerasas y pueden ser 
específicas de DNA o RNA. En esta tesis nos centraremos en el grupo de DNA polimerasas 
dependientes de DNA y profundizaremos en una DNA polimerasa en concreto, la DNA 
polimerasa del bacteriófago ϕ29. 
 
1. LAS DNA POLIMERASAS 
Las DNA polimerasas son las enzimas clave en el metabolismo del DNA. Están 
implicadas tanto en procesos de replicación y reparación como en procesos de recombinación y 
regulación del ciclo celular. La información sobre procesos tan complejos como éstos ha 
aumentado mucho en los últimos años gracias al descubrimiento y estudio de un gran número de 
DNA polimerasas. Muchos han sido los avances desde que el grupo de Arthur Kornberg 
descubriera la DNA polimerasa I de Escherichia coli, el primer ejemplo conocido de este tipo de 
enzimas (Lehmann et al., 1958).  
 
1.1. Clasificación de las DNA polimerasas 
En base a las diferencias en la estructura primaria (Braithwaite e Ito, 1993; Delarue et 
al., 1990; Ito y Braithwaite, 1991) y en el comportamiento frente a drogas inhibitorias, así como 
al análisis de la estructura tridimensional (Steitz et al., 1994), las DNA polimerasas se clasifican 
en diferentes familias. 
La familia A, llamada así por el gen pol A de E. coli que codifica a la DNA polimerasa 
I. Aquí encontramos DNA polimerasas replicativas y de reparación. Pertenecen a las primeras la 
DNA polimerasa de los bacteriófagos T3, T5 y T7, así como la DNA polimerasa mitocondrial 
eucariótica γ, aunque esta última también participa en procesos de reparación del DNA 
mitocondrial (Graziewicz et al., 2006). En este sentido, la polimerasa γ tiene una actividad 5´ 
desoxirribosa fosfato-liasa (dRP-liasa), que sugiere que pueda participar en la ruta de reparación 
por escisión de bases (BER) (Bogenhagen et al., 2001). Las enzimas de reparación incluyen la 
DNA polimerasa I de E. coli, la Pol I de Thermus aquaticus (Taq) y la Pol I de Bacillus 
stearothermophilus, así como las dos DNA polimerasas identificadas en células humanas, Pol θ 
(Chan et al., 2010; Yoon et al., 2014) y Pol ν, implicada en la síntesis de DNA a través de lesiones 
(Yamanaka et al., 2010). 
Introducción                                                                                                                      s 
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Muchas de las DNA polimerasas de la familia A presentan actividad exonucleasa 5´-3´, 
que interviene en el procesamiento de los fragmentos de Okazaki generados durante la síntesis 
de la cadena retrasada (Kornberg y Baker, 1992), así como una actividad exonucleasa 3´-5´, 
responsable de la “corrección de errores” durante la replicación. 
La familia B, llamadas DNA polimerasas de tipo II por su homología con la DNA 
polimerasa II de E. coli codificada por el gen pol B. Presentan una gran similitud con la DNA 
polimerasa α eucariótica por lo que también son conocidas como eucarióticas o de tipo α. Como 
el resto de DNA polimerasas replicativas, suelen estar formando parte de un complejo 
multiproteico llamado replisoma en el que están presentes, entre otros, factores de procesividad, 
helicasas y proteínas de unión a DNA de cadena sencilla (Kornberg y Baker, 1992). A esta familia 
pertenecen las DNA polimerasas α, δ y ε que llevan a cabo la replicación procesiva del DNA 
cromosómico durante la división celular en eucariotas (revisado en Garg y Burgers, 2005), la 
DNA polimerasa ζ (Lawrence, 2004; Nelson et al., 1996), implicada en llevar a cabo la síntesis 
de DNA sobre sustratos “dañados” (síntesis translesiva, TLS), y la Pol σ (Kaguni, 2004), que 
interviene en la reparación de roturas de doble cadena por recombinación homóloga. Todas ellas 
se caracterizan por una potente actividad exonucleasa 3´-5´, que puede llegar a ser más de 1.000 
veces más eficiente que la caracterizada en las DNA polimerasas de la familia A (Capson et al., 
1992; Lin et al., 1994).  
Las DNA polimerasas de la familia B se diferencian en tres grupos; celulares (como las 
eucarióticas α, δ, ε y ζ), bacterianas/virales (como la pol II de E. coli o las DNA polimerasas de 
los bacteriófagos T4 y RB69 y de los virus Vaccinia y Herpes) y un tercer grupo en el que 
encontramos las DNA polimerasas que inician la replicación a partir de un grupo hidroxilo (-OH) 
perteneciente a un residuo aminoacídico de una proteína terminal (TP). A este último grupo 
pertenece la DNA polimerasa de ciertos bacteriófagos que tienen como genoma una molécula de 
DNA de doble cadena (dsDNA) lineal, como es el caso de los bacteriófagos ϕ29, PRD1 y Cp1, 
de algunos virus eucariotas como adenovirus y hepadnavirus, plásmidos lineales, así como del 
cromosoma de Streptomyces lividans (revisado en Salas, 1991). 
La familia C agrupa a las DNA polimerasas encargadas de la replicación del cromosoma 
bacteriano (Kornberg y Baker, 1992). Esta familia incluye a la DNA polimerasa III de E. coli, 
cuya subunidad catalítica (subunidad α) es codificada por el gen pol C, así como a las DNA 
polimerasas replicativas de la mayoría de bacterias Gram-positivas (Bruck et al., 2003; Dervyn 
et al., 2001). La subunidad α de E. coli, que contiene la actividad de polimerización, está asociada 
a la subunidad ε, responsable de la actividad exonucleasa 3´-5´ (Kelman y O'Donnell, 1995). 
Cuando se obtuvo la primera estructura cristalina de una polimerasa replicativa bacteriana 
(Bailey et al., 2006), se vio que a diferencia de las DNA polimerasas replicativas eucarióticas 
pertenecientes a las familias A y B, el subdominio palm de estas polimerasas presenta un 
plegamiento y conectividad idénticos a la familia X.  
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La familia D está formada por las DNA polimerasas encontradas en el subdominio 
euriarqueota. En este grupo encontramos las DNA polimerasas de Pirococcus abyssi, P. 
horikoshii o P. furiosus, que están compuestas por dos subunidades y no presentan secuencias de 
homología con ninguna otra DNA polimerasa conocida (Uemori et al., 1997). Todas estas 
polimerasas funcionan como heterodímeros, con una subunidad mayor donde reside la actividad 
de polimerización (Shen et al., 2001) y una subunidad menor responsable de la actividad 
exonucleasa 3´-5´ (Uemori et al., 1997; Gueguen et al., 2001). Esta subunidad menor presenta 
ciertas homologías con la subunidad B de las DNA polimerasas α y ε (de humanos) y la DNA 
polimerasa δ, pertenecientes a la familia B de DNA polimerasas, lo que ha permitido establecer 
relaciones evolutivas entre eucariotas y arqueas (Yamasaki et al., 2010; Cann et al., 1998; 
Nuutinen et al., 2008; Greenough et al., 2014).  
La familia X incluye DNA polimerasas implicadas fundamentalmente en procesos de 
reparación. Son enzimas monoméricas, distributivas y carecen de actividad correctora de errores. 
Además del dominio de polimerización, estas DNA polimerasas presentan un dominio N-
terminal denominado “dominio de 8 kDa” que interacciona con el grupo fosfato 5´ de la cadena 
downstream en un gap (Sawaya et al., 1997). En algunos casos, este dominio posee actividad 5´-
dRP-liasa, implicada en la ruta BER, importante para la reparación de los sitios abásicos presentes 
en el DNA (Matsumoto y Kim, 1995). Algunos miembros de esta familia tienen dominios 
adicionales como el dominio BRCT (dominio BRCA1 C-terminal), que desempeña un papel 
importante en interacciones proteína-proteína o proteína-DNA (Bork et al., 1997; Callebaut y 
Mornon, 1997). Dentro de esta familia encontramos DNA polimerasas eucarióticas como la β 
(Abbotts et al., 1988), que tiene preferencia por sustratos de DNA con pequeños gaps (Singhal y 
Wilson, 1993), la desoxinucleotidil transferasa terminal (TdT) (Bollum, 1960), Pol λ (García-
Díaz et al., 2000; Aoufouchi et al., 2000; Nagasawa et al., 2000), Pol µ (Domínguez et al., 2000), 
polimerasas de arqueas, de bacterias (como la PolX de B. subtilis) (Baños et al., 2008a; Baños et 
al., 2008b), y polimerasas de virus (como la Pol X del VPPA) (Oliveros et al., 1997).  
La familia Y son DNA polimerasas de tolerancia al daño y que durante la replicación 
del DNA son capaces de llevar a cabo la síntesis de DNA sobre sustratos portadores de lesiones, 
favoreciendo la supervivencia de la célula y su diversidad genética (Moldovan et al., 2007). La 
presencia de agentes que dañan el DNA induce la expresión de este tipo de enzimas. Cuando se 
produce una parada en la horquilla de replicación como consecuencia de un daño en el DNA, 
estas DNA polimerasas son capaces de “interpretar” la información de la cadena dañada 
incorporando dNMPs, permitiendo así la continuidad del proceso replicativo. Exhiben elevadas 
tasas de error como consecuencia de una baja fidelidad de inserción, así como de la ausencia de 
actividad exonucleasa 3´-5´ (Zhou et al., 2001). Cada una de estas DNA polimerasas difiere en 
la especificidad que presentan sobre el sustrato en el que actúan. En E. coli se encuentran dos de 
estas polimerasas, la Pol IV (DinB) y la Pol V (UmuC) (Ohmori et al., 2001). Proteínas 
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homólogas a UmuC y DinB existen en todas las eubacterias, y homólogos de DinB se han 
encontrado incluso en algunas arqueas (Kulaeva et al., 1996). En humanos, han sido descritas la 
Pol η, ι, κ y una desoxicitidil transferasa dependiente de molde (Rev1) (McDonald et al., 1999; 
Ohashi et al., 2000; Yang, 2003). 
 La familia de las Transcriptasas Reversas (RTs) incluyen las RTs de retrovirus y las 
telomerasas eucarióticas. Las RTs interaccionan con un amplio espectro de sustratos de ácidos 
nucleicos para convertir un genoma viral de RNA de cadena sencilla en un DNA proviral de 
doble cadena (Gotte et al., 1999). Dentro de esta familia se han identificado polimerasas 
diméricas, como en el caso del virus de la inmunodeficiencia humana (HIV), y polimerasas 
monoméricas, como ocurre en el virus de la leucemia murina de Moloney (MuLV). Estas enzimas 
poseen un dominio polimerasa, así como un dominio RNAsa H, este último con objeto de 
degradar el RNA viral durante la síntesis de DNA (Moelling et al., 1971). En el caso de las 
telomerasas eucarióticas, estas DNA polimerasas utilizan como molde su propio RNA 
(Blackburn, 2001; Collins y Mitchell, 2002). 
 Recientemente se ha descrito una nueva actividad DNA polimerasa en las enzimas 
Primpol, perteneciente a la familia de primasas AE (Archaeo-Eukaryotic) que tiene un papel en 
la síntesis a través de lesiones tanto del DNA mitocondrial como nuclear. Su capacidad de iniciar 
la síntesis de novo de DNA le permite, en determinadas situaciones comenzar la síntesis de una 
nueva cadena de DNA en una localización downstream a la lesión, teniendo también un papel en 
reiniciar la síntesis del DNA en horquillas de replicación bloqueadas (García-Gómez et al., 2013; 
Mourón et al., 2013). 
 
1.2. Estructura general de las DNA polimerasas  
Gracias a la resolución de las estructuras cristalográficas de varias DNA polimerasas 
pertenecientes a diferentes familias se ha podido determinar que sus actividades de síntesis y de 
degradación residen en dominios estructuralmente separados. A pesar de la baja homología entre 
ellas, el dominio de polimerización presenta una conformación que se asemeja a una mano 
derecha ligeramente abierta (excepto en las DNA polimerasas de la familia X en las que se 
asemeja a una mano izquierda), diferenciándose tres subdominios: palm, fingers y thumb 
(siguiendo dicha analogía) (revisado en Joyce y Steitz, 1994; Joyce y Steitz, 1995) (ver Figura 
1).  
El subdominio palm, formado principalmente por láminas-β, es estructuralmente el más 
conservado, excepto en las DNA polimerasas de las familias C y X (Bailey et al., 2006; Lamers 
et al., 2006). Contiene los residuos que coordinan los dos iones metálicos divalentes responsables 
de la catálisis de la actividad de polimerización, así como los residuos implicados en la unión del 




Los subdominios fingers y thumb están menos conservados estructuralmente (Brautigam 
y Steitz, 1998), pero conservan funciones en las diferentes DNA polimerasas. El subdominio 
fingers, formado generalmente por hélices-α, contiene una serie de residuos básicos que 
interaccionan electrostáticamente con los fosfatos del dNTP entrante correcto. La unión de éste 
al complejo DNA polimerasa-DNA promueve un cambio conformacional en el subdominio 
fingers, el cual rota hacia el palm completando la formación de un bolsillo hidrofóbico 
estructuralmente complementario a un par de bases naciente con geometría canónica Watson-
Crick (Kunkel y Wilson, 1998; Patel et al., 2001b; Yin y Steitz, 2004). De hecho, varios residuos 
del subdominio fingers y palm están involucrados en la fidelidad de inserción (Nick McElhinny 
et al., 2007; Patel et al., 2001a; Pursell et al., 2007; Saturno et al., 1995; Shinkai y Loeb, 2001; 
Truniger et al., 2003; Yang et al., 1999). El subdominio fingers también interacciona con la 
cadena molde, reorientándola en el centro activo de polimerización de forma adecuada para el 
correcto apareamiento con la base del dNTP entrante (Jacobo-Molina et al., 1993; Kohlstaedt et 
al., 1992; Wang et al., 1997).    
 
 
El subdominio thumb, generalmente de carácter helicoidal, cambia su conformación al 
unirse al DNA, rotando hasta casi abrazar a éste por completo a través de su surco menor y 
estableciendo múltiples contactos inespecíficos con el esqueleto azúcar-fosfato del DNA 
Figura 1. Representación de la estructura de DNA polimerasas pertenecientes a diferentes familias. (A) 
DNA polimerasa de T7 (familia A, PDB 1T7P). (B) DNA polimerasa de RB69 (familia B, PDB 1IG9). (C) DNA 
polimerasa β (familia X, PDB 1BPY), (D) DNA polimerasa Dpo4 (familia Y, PDB 1JX4) y (E) subunidad α de la 
DNA pol III de E. coli (familia C, PDB 2HQA). Las cadenas molde e iniciadora del DNA se muestran en gris y 
amarillo, respectivamente. Los subdominios palm, fingers y thumb se muestran en rojo, naranja y rosa, 
respectivamente, y el dominio de exonucleasa 3´-5´ en verde. Así mismo se muestran otra serie de dominios o 
factores accesorios particulares de cada DNA polimerasa en color azul: tiorredoxina (factor de procesividad) en 
(A), dominio N-terminal en (B), dominio 8kDa en (D), dominio little finger en (C) y dominio PHP en (E).  
A B C 
D E 
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upstream (Doublié et al., 1998; Eom et al., 1996; Jacobo-Molina et al., 1993; Kiefer et al., 1998). 
Esta interacción hace que la unión de la DNA polimerasa al DNA sea más estable, favoreciendo 
la procesividad de la enzima (Doublié et al., 1998; Goodrich et al., 1997; Minnick et al., 1996; 
Patel et al., 1995; Truniger et al., 2004a). También es el responsable de la coordinación entre las 
actividades de síntesis y degradación en las DNA polimerasas con actividad exonucleasa 3´-5´ 
(Franklin et al., 2001). 
 
1.3. Características funcionales de las DNA polimerasas 
Existen una serie de características presentes en la práctica totalidad de este grupo de 
enzimas, a pesar de la diversidad que presentan (Kornberg y Baker, 1992). Todas las DNA 
polimerasas requieren dNTPs para poder realizar la polimerización del DNA. Incorporan dNMPs 
a la secuencia, liberando una molécula de PPi (pirofosfato). Incluso, algunas como la Pol µ son 
capaces de incorporar NTPs con gran eficiencia (Ruíz et al., 2003). Otra característica en común 
es la necesidad de un molde, que será el encargado de dirigir la polimerización. Esta cadena 
molde es copiada siguiendo las reglas de apareamiento de bases predichas por Watson y Crick. 
Gracias a este hallazgo, se obtuvo la base química de la replicación semiconservativa del DNA; 
además, fue el primer ejemplo del uso de un molde para guiar una reacción biosintética. Sin 
embargo, también existen DNA polimerasas capaces de realizar este proceso de polimerización 
en ausencia de molde, como las DNA polimerasas TdT y la Pol µ (Bollum,1960; Domínguez et 
al., 2000).  
Las DNA polimerasas no pueden llevar a cabo la síntesis de novo de una cadena de DNA, 
sino que requieren la presencia de un iniciador o primer que aporte un grupo -OH al que poder 
empezar a añadir nucleótidos. Este primer puede ser un fragmento de DNA, RNA o una TP, la 
cual aporta el grupo -OH de un aminoácido específico (Ser, Thr o Tyr) (Salas, 1991). La síntesis 
de DNA es direccional; las DNA polimerasas catalizan la síntesis del DNA en sentido 5´-3´.  
Finalmente, todas las DNA polimerasas requieren la presencia de un par de iones 
metálicos divalentes, preferentemente Mg2+ (Steitz et al., 1994), que actúan como cofactores en 
la reacción de polimerización.  
Aparte de estas propiedades comunes entre las DNA polimerasas, también se pueden 
definir diferencias funcionales. Algunas polimerasas tienen actividades enzimáticas adicionales 
a la polimerización, como actividad exonucleasa 3´-5´, actividad exonucleasa 5´-3´ (Kornberg y 
Baker, 1992; Lyamichev et al., 1993), actividad RNasa H, actividad dRP-liasa (Saxowsky et al., 
2002; Sobol y Wilson, 2001), o actividad primasa, entre otras. Estas actividades pueden residir 
en dominios separados dentro del mismo polipéptido, o estar localizadas en subunidades 





1.4. Mecanismo de polimerización 
Básicamente, las DNA polimerasas catalizan la incorporación de dNMPs a la cadena 
iniciadora del DNA dúplex atendiendo a su complementariedad con la base del dNMP localizado 
en la cadena molde (Kornberg y Baker, 1992). A pesar de la diversidad encontrada entre las DNA 
polimerasas, se ha podido establecer un mecanismo de acción común a todas ellas (Steitz et al., 
1994). Estas enzimas catalizan la síntesis de DNA a través de un mecanismo ordenado en el que 
tiene lugar, como primer paso, la unión a la enzima de una molécula sustrato de DNA de tipo 
iniciador/molde, resultando el complejo binario DNA polimerasa-DNA. 
La parte dúplex del DNA se posiciona en un surco formado entre los subdominios palm 
y thumb. Este último establece múltiples contactos con el DNA, desencadenándose un cambio 
conformacional en la enzima gracias al cual la cadena de DNA queda rodeada por el thumb. 
Dicho subdominio establece la interacción necesaria con el esqueleto de fosfatos del DNA para 
formar un complejo estable DNA polimerasa/DNA. En la mayoría de las DNA polimerasas 
replicativas, este subdominio interacciona a su vez con un factor proteico que confiere una 
procesividad elevada al proceso de replicación. La incorporación del nucleótido en este complejo 
es iniciada por la unión de un dNTP al complejo enzima-sustrato para formar el complejo ternario 
DNA polimerasa-DNA-dNTP.  
El subdominio fingers juega un papel fundamental en el correcto posicionamiento del 
dNTP en el centro activo de polimerización. Este subdominio contiene residuos conservados 
importantes en el establecimiento de interacciones con los fosfatos γ y β del nucleótido entrante, 
así como con el extremo de la cadena iniciadora y molde. En ausencia de nucleótidos, el 
subdominio fingers está en conformación abierta. Una vez unido el nucleótido, este subdominio 
rota un determinado número de grados, según la polimerasa, hacia el subdominio palm, cerrando 
de esta forma el centro activo y permitiendo la orientación adecuada de los sustratos y residuos 
requeridos para que tenga lugar la catálisis de la reacción. A diferencia del resto de familias, las 
DNA polimerasas de la familia Y poseen el subdominio fingers en conformación cerrada, 
independientemente de la unión del sustrato. El paso limitante en la polimerización es la 
conversión de este complejo ternario en un complejo activado competente para que tenga lugar 
la reacción química. En esta reacción intervienen dos iones metálicos divalentes (A y B) 
coordinados por dos residuos carboxílicos catalíticos conservados de manera invariable en los 
motivos A y C, tanto en DNA como RNA polimerasas. El metal A interacciona con el grupo -
OH del extremo 3´ de la cadena iniciadora desprotonándolo y permitiendo el ataque nucleofílico 
del oxanión resultante al fosfato α del dNTP entrante, dando lugar a la formación de un enlace 
fosfodiéster. El metal B interviene en la liberación del PPi generado tras la reacción. Ambos iones 
estabilizan la estructura y carga del estado de transición pentacovalente formado durante el 
transcurso de la reacción. Este mecanismo catalítico de dos iones metálicos parece estar 
universalmente conservado entre todas las familias de DNA y RNA polimerasas (Steitz et al., 
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1994). En este punto, la enzima puede disociarse de la molécula sustrato (síntesis distributiva) o 
continuar unida a ella para localizar el nuevo extremo 3´ en el centro activo de polimerización 
para una nueva ronda de incorporación (síntesis procesiva). Si la incorporación del nucleótido es 
errónea, el extremo de la cadena iniciadora puede ser dirigido al dominio exonucleasa 3´-5´ (si 
está presente en la DNA polimerasa) con objeto de ser eliminado. Las DNA polimerasas 
presentan diferencias con respecto a sus propiedades de polimerización, lo que conlleva a una 
gran diferenciación funcional. Así, la eficiencia con la que insertan nucleótidos puede variar en 
un rango de más de 107 según la polimerasa (Beard et al., 2002); la fidelidad de inserción de 
nucleótidos, desde un nucleótido erróneo de cada tres incorporados en Pol ι  a 1 de cada  105 en 
DNA polimerasas replicativas como la del bacteriófago T7 (Bebenek et al., 2001); el número de 
nucleótidos que alguna de estas enzimas es capaz de incorporar por suceso de unión al sustrato 
varía desde tan sólo uno como en el caso de algunas polimerasas de reparación y de TLS 
(Bebenek y Kunkel, 2004) a más de 70.000, como es el caso de DNA polimerasas replicativas 
como la del bacteriófago ϕ29 (Blanco et al., 1989). Existen también diferencias con respecto a la 
preferencia de sustrato, desde el uso de DNA con gaps de un sólo nucleótido (Pol β) a la 
utilización preferente de un DNA dañado (Pol h) (McCulloch et al., 2004). Como anteriormente 
se ha comentado, existen también polimerasas que no requieren la dirección de una cadena molde 
para la inserción de nucleótidos, como es el caso de la TdT (Bollum, 1960). 
 
 
Estudios cristalográficos recientes realizados en DNA polimerasas de la familia X e Y 
han demostrado la existencia de un tercer metal que es esencial en el mecanismo de 
polimerización (Freudenthal et al., 2013; Nakamura et al., 2012; Yang et al., 2016) (Figura 2). 
Así, el tercer metal, que no está coordinado por ningún residuo de la polimerasa, lleva a cabo la 
ruptura del enlace entre el fosfato a y b del nucleótido entrante, promoviendo la transferencia del 
grupo fosforilo al extremo 3´-OH de la cadena iniciadora que se desprotona para la formación 
del nuevo enlace fosfosdiéster (Yang et al., 2016). Estudios estructurales y bioquímicos 
Figura 2: Mecanismo de polimerización dependiente de tres iones metálicos. En la figura se muestra el 
mecanismo de polimerización descrito para la DNA polimerasa η de la familia Y en el que participa un tercer 
metal catalítico (Tomado de Nakamura et al., 2012). 
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realizados con DNA polimerasas de la familia B, como RB69 (Zakharova et al., 2004), apoyan 
el papel de este tercer metal como una característica general del mecanismo de polimerización.  
 
1.5. Fidelidad de síntesis y capacidad correctora de errores 
Las DNA polimerasas han desarrollado mecanismos para asegurar la fidelidad de 
inserción estable durante la síntesis del DNA. Parte de estos mecanismos son la selección 
geométrica del par de bases naciente, la afinidad por el nucleótido, la extensión de 
desapareamiento y la actividad exonucleolítica correctora de errores (Kunkel y Bebenek, 2000).  
El centro activo de polimerización, cuando alcanza una conformación cerrada 
(catalíticamente activa), sólo puede albergar espacialmente una estructura del par de bases 
naciente que siga las reglas del apareamiento tipo Watson-Crick, rechazando los apareamientos 
erróneos (Kunkel y Bebenek, 2000). Esto se debe a los cambios conformacionales que producen 
el par de bases no complementarios, ya que el centro activo de polimerización no adquiere una 
conformación catalíticamente activa debido a que el subdominio fingers no puede pasar a la 
conformación "cerrada". Esto a su vez afecta negativamente la estabilización del extremo del 
primer en el centro activo de polimerización, disminuyendo la velocidad de síntesis del DNA 
hasta 104 veces (Johnson y Beese, 2004). Esta parada en la polimerización permite al extremo 3´ 
de la cadena iniciadora moverse hacia el centro activo exonucleasa 3´-5´, dirigido por residuos 
del subdominio thumb (Franklin et al., 2001; Shamoo y Steitz, 1999). Una vez escindido el 
nucleótido incorrecto del extremo 3´ de la cadena iniciadora, ésta regresa al centro activo de 
polimerización para ser elongada (Franklin et al., 2001). El equilibrio entre extensión y escisión 
del error incorporado es determinante para la fidelidad de síntesis, por lo que se requiere una 
adecuada coordinación entre ambas actividades (Kunkel y Bebenek, 2000; Wong et al., 1991). 
Estudios in vitro han demostrado que la actividad exonucleasa correctora de errores mejora la 
fidelidad de la replicación (Bebenek y Kunkel, 1995). También se ha descrito la existencia de 
proteínas accesorias que pueden modular la fidelidad de síntesis del DNA (Bebenek et al., 2002). 
Además, algunos daños pueden ser tolerados gracias a la acción de polimerasas que actúan en la 
síntesis del DNA a través de lesiones (Friedberg et al., 2002; Goodman, 2002). 
 
2. LA REPLICACIÓN DEL DNA 
La viabilidad de un organismo depende de la correcta replicación de su genoma, proceso 
que llevan a cabo las DNA polimerasas replicativas. En general, la replicación del DNA comienza 
en regiones internas de la molécula, conocidas como orígenes de replicación. Una serie de 
proteínas de unión a estas secuencias específicas de DNA reconocen y abren parcialmente la 
doble hélice, permitiendo la entrada de una proteína helicasa, necesaria para extender la 
desnaturalización local del DNA a medida que avanza la horquilla de replicación. El DNA de 
cadena sencilla originado es recubierto por proteínas de unión a DNA de banda simple (SSBs) 
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con objeto de protegerlo de la acción de posibles nucleasas y evitar la formación de estructuras 
secundarias que pudieran impedir el paso de la horquilla de replicación. En esta “burbuja” de 
replicación se ensamblarán el resto de proteínas que conforman el replisoma (ver Figura 3).     
  
 
Debido, por una parte, a que las DNA polimerasas sólo sintetizan en dirección 5´-3´ y, 
por otra, al hecho de ser las dos cadenas antiparalelas, la síntesis de la doble hélice ha de llevarse 
a cabo de forma coordinada (Kornberg y Baker, 1992; McHenry, 2003); una de las dos cadenas 
del DNA se sintetiza de modo continuo (cadena avanzada o leading), mientras que la otra es 
copiada discontinuamente (retrasada o lagging) en fragmentos de hasta 1.000 nucleótidos 
(fragmentos de Okazaki). Al ser las DNA polimerasas incapaces de iniciar la polimerización por 
sí mismas, otra proteína, la primasa, sintetiza cadenas cortas de RNA (una para comenzar la 
cadena de síntesis continua, y una por cada fragmento de Okazaki en la discontinua), que serán 
posteriormente elongadas por la DNA polimerasa. Para coordinar la replicación de ambas 
cadenas, en la horquilla de replicación tienen que intervenir varias moléculas de DNA 
polimerasa. En E. coli, la acción coordinada de las polimerasas está posibilitada por la unión 
física de las mismas en un gran complejo multiprotéico llamado holoenzima DNA pol III, que 
incluye dos copias de la DNA pol III unidas a una copia del complejo γ (constituido por 5 
subunidades proteicas). Conforme la helicasa “abre” el DNA en la horquilla de replicación, la 
cadena avanzada es copiada de manera continua, mientras que la cadena retrasada lo es de manera 
discontinua. Cuando la polimerasa completa un fragmento de Okazaki, la DNA polimerasa se 
disocia del DNA, pero permanece asociada al holoenzima, volviéndose a unir al 3´-OH de otro 
Figura 3. Componentes del replisoma durante la polimerización. La DNA polimerasa de la cadena leading 
sintetiza el DNA de manera continua mientras que la DNA polimerasa de la cadena lagging sintetiza los llamados 
fragmentos de Okazaki. El clamp-loader se une al factor de procesividad (clamp) y a ambas polimerasas. La 
helicasa produce la apertura de la doble hélice de DNA para que la horquilla de replicación pueda avanzar; además, 
recluta a la primasa a la horquilla de replicación para iniciar la síntesis de un nuevo fragmento (adaptado de 











primer para la síntesis de un nuevo fragmento de Okazaki (Glover y McHenry, 2001). 
En eucariotas, la horquilla de replicación requiere la intervención de tres DNA 
polimerasas diferentes: DNA pol α/primasa, DNA pol δ y ε. La DNA polimerasa α/primasa lleva 
a cabo la iniciación de la síntesis de DNA, mientras que Pol δ y ε continúan la elongación de las 
cadenas lagging y leader, respectivamente.  
 
3. MECANISMO DE REPLICACIÓN INICIADA POR PROTEÍNA TERMINAL 
3.1. Replicación del genoma del bacteriófago ϕ29 
El genoma del bacteriófago ϕ29 es un dsDNA lineal de 19.285 pares de bases (pb) (Paces 
et al., 1986), en cuyos extremos 5´ se encuentra unida covalentemente una TP (Salas et al., 1978). 
La replicación en este virus requiere la formación previa de un heterodímero entre la DNA 
polimerasa y una molécula de TP libre (Blanco et al., 1987). Este complejo reconoce los orígenes 
de replicación que se hallan en los extremos de la molécula de DNA, caracterizados por la 
presencia de una secuencia repetida de 6 pb (3´-TTTCAT-5´) (Salas, 1991). Durante la iniciación, 
la DNA polimerasa cataliza en ambos extremos la adición de una molécula de dAMP al grupo 
hidroxilo de la Ser232 de la TP (Blanco et al., 1984; Hermoso et al., 1985), empleando como 
base molde el segundo dTMP de la cadena (Méndez et al., 1992). Seguidamente, con objeto de 
recuperar la primera posición de la cadena que está siendo empleada como molde, y gracias a la 
reiteración de secuencia en los extremos del genoma, el complejo se desliza una posición hacia 
atrás (sliding-back), quedando el primer nucleótido incorporado enfrentado al dTMP 3´ terminal 
de la cadena molde (Méndez et al., 1992). A continuación, esta misma molécula de polimerasa 
lleva a cabo la elongación del DNA (Blanco y Salas, 1985b). A partir de la incorporación del 
sexto dNMP, la DNA polimerasa y la TP experimentan una serie de cambios conformacionales, 
etapa de transición (Méndez et al., 1997), que desencadenarán la disociación del heterodímero a 
partir de la incorporación del décimo dNMP, quedando la TP unida covalentemente al extremo 
5´ de la cadena naciente del DNA. A partir de ese momento, la DNA polimerasa lleva a cabo la 
síntesis completa de la molécula de manera procesiva y acoplada al desplazamiento de la cadena 
que no está siendo copiada (Blanco et al., 1989). Cuando las dos horquillas de replicación se 
encuentran, las dos cadenas parentales parcialmente replicadas se separan y la síntesis del genoma 
se completa (ver Figura 4).  
Otros factores necesarios para la replicación del genoma de ϕ29 son las proteínas virales 
SSB y de unión a DNA de banda doble (DBP). La primera se une a la cadena sencilla que está 
siendo desplazada en el proceso de replicación, evitando de esta forma la acción de las nucleasas 
(Martín et al., 1989), así como la formación de estructuras secundarias (Soengas et al., 1995). La 
DBP de ϕ29 se une a los extremos del genoma del fago formando un complejo nucleoprotéico 
que favorece la apertura de los extremos del DNA para la iniciación de la replicación (Blanco et 
al., 1986; Gutiérrez et al., 1986; Serrano et al., 1989). Por otra parte, existen dos proteínas virales, 
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p1 y p16.7, que están unidas a la membrana bacteriana e interaccionan con la molécula de TP-
DNA. Este hecho sugiere que ambas proteínas son responsables de la asociación de la replicación 
del DNA del bacteriófago a la membrana bacteriana, probablemente facilitando la unión a ésta 
del complejo de replicación (Bravo y Salas, 1997; Meijer et al., 2001). 
 
3.2. Características funcionales de la DNA polimerasa de ϕ29 
La enzimología de la replicación del DNA del bacteriófago ϕ29 se basa principalmente 
en las múltiples actividades catalíticas y en las propiedades peculiares del producto del gen 2 del 
fago, la DNA polimerasa (Blanco et al., 1984). 
La DNA polimerasa del bacteriófago ϕ29 es una enzima monomérica de 66 kDa 
perteneciente a la familia B de DNA polimerasas dependientes de DNA (Blanco et al., 1987), y 
dentro de ésta, al subgrupo de aquellas que inician la replicación a partir de una TP. Posee 
actividad polimerasa y exonucleasa 3´-5´ (Blanco et al., 1984; Blanco y Salas, 1985a), cada una 
de ellas localizada en un dominio estructuralmente independiente (Blanco y Salas, 1995b; Blanco 
y Salas, 1996) (ver Figura 4). Su actividad de polimerización presenta unos valores de 
discriminación en la inserción de nucleótido de 104-106 y una eficiencia de elongación de 
desapareamientos de 105-106 veces menor que la de un extremo correctamente apareado (Esteban 
et al., 1993). Esta enzima cataliza tanto la iniciación a partir de una TP (Peñalva y Salas, 1982) 
como la elongación posterior de la cadena de DNA que ha de ser sintetizada (Blanco y Salas, 
1995). La DNA polimerasa de ϕ29 posee dos actividades de degradación sobre DNA, la 
Figura 4: Representación esquemática de la replicación del genoma de ϕ29. Modelo de la replicación del 
DNA de ϕ29. La TP parental y libre están representadas en rosa y ocre, respectivamente, la DNA polimerasa 
en verde, la DBP en azul y la SSB en amarillo.	
Introducción 
 27 
anteriormente mencionada actividad exonucleasa 3´-5´ y la pirofosforolisis (Blasco et al., 1991). 
La pirofosforolisis es la reacción inversa a la de inserción de nucleótido. Consiste en la liberación 
de dNTPs del extremo 3´ de una estructura molde/iniciador como consecuencia de la adición de 
PPi en presencia de iones divalentes, posiblemente jugando un papel en la fidelidad (Blasco et 
al., 1991) como se ha demostrado para otras DNA polimerasas como Pol λ (Crespan et al., 2011). 
Los mutantes de la DNA polimerasa en los residuos catalíticos de polimerización están también 
afectados en la pirofosforolisis indicando que ambas actividades se localizan en el mismo centro 
activo (Blasco et al., 1991). La actividad exonucleasa 3´-5´ correctora de errores se encuentra en 
la misma cadena polipeptídica que la actividad de polimerización, aunque como en la mayoría 
de las replicasas las actividades de polimerización y exonucleolisis de la DNA polimerasa de ϕ29 
están presentes en dominios estructuralmente independientes (Blanco y Salas, 1995; Kamtekar 
et al., 2004). Esta actividad requiere iones divalentes para liberar dNMPs del extremo 3´ de una 
cadena de DNA (Blanco y Salas, 1985a) y juega un papel importante en la fidelidad ya que 
corrige errores incorporados durante la replicación del DNA, degradando preferentemente 
extremos desapareados frente a extremos apareados (Garmendia et al., 1992). Esta actividad 
degrada procesivamente (sin disociarse del DNA) sustratos mayores de 6 nucleótidos con una 
constante catalítica de 500 s-1 y distributivamente sustratos de menor longitud (Esteban et al., 
1994). 
Como características distintivas frente al resto de DNA polimerasas, la DNA polimerasa 
de ϕ29 lleva a cabo la replicación completa de su genoma de forma procesiva (permanece unida 
al sustrato) y acoplada al desplazamiento de la cadena de DNA que no está siendo empleada 
como molde (Blanco et al., 1989). Todo ello sin la intervención de proteínas accesorias de tipo 
sliding-clamp o helicasa, presentes habitualmente en el resto de sistemas de replicación. Estas 
características han sido la base para el desarrollo de sistemas de amplificación isotérmica de DNA 
basados en la DNA polimerasa de ϕ29 (Dean et al., 2001). 
 
3.3. Estructura de la DNA polimerasa de ϕ29  
Como se puede ver en la Figura 5, la resolución de la estructura cristalográfica de la DNA 
polimerasa de ϕ29 (Kamtekar et al., 2004) muestra un plegamiento bimodular muy similar al 
mostrado por otras DNA polimerasas de la familia B cristalizadas hasta la fecha, consistente en 
un dominio N-terminal que contiene la actividad exonucleasa 3´-5´ (residuos 1-189), y un 
dominio C-terminal de polimerización (residuos 190-575). La separación entre los centros 
activos de polimerización y exonucleolisis (30-40 Å) permite una perfecta coordinación entre 
ambas actividades, conectadas estructural y funcionalmente por el motivo YxG(G/A), 
conservado en las DNA polimerasas de tipo eucariótico e implicado en la unión del DNA y de la 
TP (Truniger et al., 1996). 
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El dominio exonucleasa de la DNA polimerasa de ϕ29, evolutivamente conservado en 
las DNA polimerasas de las familias A, B y C (Bernad et al., 1989), confirma las comparaciones 
de secuencias y los estudios mutacionales anteriores que indicaban que los residuos catalíticos 
son el Asp12 y el Glu14 del motivo Exo I, el Asp66 del motivo Exo II y el Asp169 del motivo 
Exo III (Bernad et al., 1989; Soengas et al., 1992). Del mismo modo, corroboró el papel auxiliar 
en catálisis de los residuos Tyr165 (del motivo Exo III) (Esteban et al., 1994; Soengas et al., 
1992) y Lys143 (perteneciente al motivo Kx2h) (de Vega et al., 1997). La estructura de la DNA 
polimerasa de ϕ29 unida a un oligonucleótido de 5 mer muestra cómo el dominio exonucleasa 
contacta sólo con los últimos 3 nucleótidos del extremo 3’ del DNA, permitiendo corroborar el 
papel propuesto para los residuos Thr15, Asn62 y Phe65 en la estabilización del DNA de banda 
simple en el centro activo de exonucleolisis (de Vega et al., 1996; de Vega et al., 1998b).  
El dominio de polimerización presenta los subdominios universalmente conservados 
palm, fingers y thumb. La estructura del complejo ternario de la DNA polimerasa de ϕ29 (Berman 
et al., 2007) confirma en el subdominio palm los residuos Asp249 y Asp458 como los 
aminoácidos encargados de coordinar los metales catalíticos (Bernad et al., 1990; Blasco et al., 
1993a), así como muestra un tercer residuo también implicado en esta coordinación, la Val250 
(Pérez-Arnaiz et al., 2010). 
 
 
El subdominio fingers, al igual que en otras DNA polimerasas de la familia B, está 
formado por dos hélices-α antiparalelas y se encuentra en conformación abierta en ausencia de 
dNTP y en conformación cerrada en presencia de éste (Berman et al., 2007). Se confirma el papel 
Figura 5: Estructura tridimensional de 
la DNA polimerasa de ϕ29. El dominio 
exonucleasa se representa en rojo, el 
thumb en verde, el palm en rosa, los 
fingers en azul oscuro y los 
subdominios TPR1 y TPR2 en 
amarillo y azul claro respectivamente, 
como aparecen representados en 
Kamtekar et al. (2004). En la parte 
inferior se muestra la estructura 
primaria de la DNA polimerasa con los 
distintos dominios y subdominios, así 
como los motivos conservados. Los 




de los residuos Lys379 y Lys383, pertenecientes al motivo B (conservado en las DNA 
polimerasas dependientes de DNA), en la interacción con el fosfato γ en el caso del primero y 
con los fosfatos α y γ del dNTP en el caso del segundo (Saturno et al., 1997; Truniger et al., 
2004b), así como el del residuo Lys371 del motivo pre-B en su interacción con el fosfato γ 
(Truniger et al., 2002).  
También se han identificado otros dos residuos, Tyr390 (motivo B) (Blasco et al., 1992; 
Saturno et al., 1995) y Tyr254 (Dx2SLYP) (Blasco et al., 1992; Bonnin et al., 1999; Saturno et 
al., 1995), que cambian su posición si comparamos los complejos binario y ternario de la DNA 
polimerasa, pasando de ocupar el sitio de inserción del dNTP en el complejo binario a 
abandonarlo para permitir la unión de éste, formando parte del bolsillo hidrofóbico para el par de 
bases naciente en el complejo ternario (Berman et al., 2007). Dicho movimiento se ha propuesto 
como el responsable de la translocación de la DNA polimerasa a lo largo del DNA. Además, la 
Tyr254 es la encargada de discriminar contra el grupo 2’-OH de los ribonucleótidos (Bonnin et 
al., 1999).  
El subdominio thumb es pequeño y presenta una estructura inusual formada por un 
elemento β-giro-β (β-hairpin), mientras que en otras DNA polimerasas este subdominio presenta 
un carácter básicamente helicoidal.  
La principal diferencia entre la DNA polimerasa de ϕ29 y otras de la familia B es la 
presencia de dos subdominios, ambos correspondientes a inserciones de secuencia conservadas 
en el subgrupo de las DNA polimerasas que utilizan una proteína como iniciador, llamados 
Terminal Protein Region (TPR) 1 y 2 (Blasco et al., 1990; Dufour et al., 2000). El subdominio 
TPR1 se encuentra situado junto al palm y contacta con el dsDNA y con la TP (Berman et al., 
2007; Kamtekar et al., 2006), confirmando el papel que le fue adjudicado previamente como 
ligando de ambos (Dufour et al., 2000; Dufour et al., 2003).  
El subdominio TPR2, con una estructura también de β-hairpin, forma, junto a los 
subdominios thumb, palm y TPR1, una estructura anular que rodearía por completo al DNA 
upstream, estabilizando la unión de la DNA polimerasa al sustrato requerida para llevar a cabo 
la replicación de manera procesiva (Berman et al., 2007; Rodríguez et al., 2005). Asimismo, el 
subdominio TPR2 participa, junto con los subdominios fingers, palm y el dominio exonucleasa, 
en la formación de un canal estrecho por el que pasa la cadena molde para acceder al centro activo 
de polimerización durante la replicación, forzando la separación de las dos cadenas del dsDNA 
(Kamtekar et al., 2004), actuando de manera análoga a como lo haría una helicasa y 
proporcionando a la polimerasa su capacidad de acoplar la polimerización al desplazamiento de 
banda (Berman et al., 2007; Kamtekar et al., 2004; Rodríguez et al., 2005). 
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3.4. Estructura del heterodímero formado por la DNA polimerasa y la proteína terminal de 
ϕ29 
En la estructura cristalográfica del heterodímero DNA polimerasa/TP (Kamtekar et al., 
2006) (Figura 6) se puede observar cómo la TP se encuentra plegada en tres dominios: el dominio 
N-terminal (residuos 1-73), el cual no interacciona con la DNA polimerasa; el dominio 
intermedio (residuos 74-172), formado principalmente por dos hélices-α, que interacciona con la 
región TPR1 de la DNA polimerasa y está conectado por una región flexible al dominio iniciador 
(residuos 173-266), compuesto por cuatro hélices-α de fuerte carácter electronegativo y que se 
sitúa ocupando el túnel de unión de DNA anteriormente mencionado y formado por los 
subdominios palm, thumb y TPR2, estableciendo múltiples contactos con la DNA polimerasa. La 
Ser232 de la TP, que proporciona el grupo –OH iniciador para la síntesis del DNA, se encuentra 
en un loop al final del dominio iniciador, situándose en el centro activo de polimerización de la 
DNA polimerasa. Este dominio debe abandonar dicho centro activo a medida que el nuevo DNA 
es sintetizado manteniéndose la interacción DNA polimerasa/TP a través de otros contactos 
durante la adición de los primeros 8-9 nucleótidos. Tras la incorporación del décimo nucleótido, 
la DNA polimerasa se disocia de la TP para continuar con la polimerización (Kamtekar et al., 
2006; Méndez et al., 1997).  
 
La conformación de la DNA polimerasa de ϕ29 formando un complejo con la TP es muy 
similar a la de la apoenzima; la principal diferencia estructural está restringida a los residuos 304-
Figura 6. Estructura del heterodímero polimerasa-proteína terminal. Representación en bandas de la DNA 
polimerasa de ϕ29 intercionando con la TP representada con helices cilíndricas (Kamtekar et al., 2006). 
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315 del subdominio TPR1. Estos residuos forman un loop con un alto grado de flexibilidad en el 
apoenzima y que, por el contrario, se encuentra plegado hacia fuera en el heterodímero, 









































Los estudios cristalográficos del complejo ternario de la DNA polimerasa de ø29 
mostraron que los iones metálicos A y B del centro activbo de polimerización están coordinados 
no solo por los fosfatos a y g del nucleótido entrante y por los residuos catalíticos Asp249 (motivo 
A) y Asp458 (motivo C), sino también por el grupo carbonilo de la Val250 (motivo A), que se 
encuentra áltamente conservado en el subgrupo de las DNA polimerasas que inician con Proteína 
Terminal. Además, alineamientos múltiples de secuencia permitieron identificar un residuo de 
Glu conservado (correspondiente al Glu486 en la DNA polimerasa de ø29) situado en el centro 
activo de polimerización de las DNA polimerasas de tipo eucariótico. Este residuo ya había sido 
previamente propuesto como un nuevo ligando indirecto de un ión metálico no catalítico en la 
DNA polimerasa del bacteriófago RB69, y forma parte del denominado motivo LExE. 
Por otro lado, estudios realizados con anterioridad en el subdominio TRP1 de la DNA 
polimerasa de ϕ29 pusieron de manifiesto su importancia en la interacción tanto con la TP como 
con el DNA. Los estudios cristalográficos del heterodímero DNA polimerasa/TP de ø29 
permitieron observar un loop flexible perteneciente al subdominio TPR1 y situado en la entrada 
del surco de unión de los sustratos en la DNA polimerasa.  
Para evaluar la potencial relevancia funcional de los residuos pertenecientes tanto al motivo 
LExE como al loop del subdominio TPR1 se establecieron los siguientes objetivos: 
 
1. Determinación del papel funcional del residuo Glu486 perteneciente al motivo LExE de la 
DNA polimerasa de ϕ29 y homólogo al Glu686 de la DNA polimerasa de RB69 como 
potencial ligando de un tercer ión metálico en el centro activo de polimerización mediante el 
análisis bioquímico de derivados mutantes en esa posición. 
2. Análisis y determinación funcional de los residuos Gly481, Trp483 y Ala484 localizados en 
el motivo LExE de la DNA polimerasa de ϕ29 en la interacción con el nucleótido entrante. 
3. Determinación de la función del loop perteneciente al subdominio TPR1 en la estabilización 
de los sustratos de la DNA polimerasa de ϕ29, DNA y TP, mediante el análisis bioquímico 
de mutantes puntuales en los residuos Arg306, Arg308, Phe309, Tyr310 y Lys311, así como 
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 Los nucleótidos no marcados radiactivamente, así como el [α-32P]dATP (3000 Ci/mmol) 
y el [γ-32P]ATP (3000 Ci/mmol) fueron suministrados por Amersham Biosciences. 
 
1.2. Proteínas 
 La polinucleótido quinasa de T4 se obtuvo de New England Biolabs. 
 La DNA polimerasa wild-type del bacteriófago ϕ29 así como el mutante deficiente en 
actividad exonucleasa (D12A/D66A) (Bernad et al., 1989) se purificaron a partir de células de 
E. coli BL21(DE3) que portaban el plásmido pJLPM (derivado del pT7-4w2 en el caso de la 
wild-type o del pT7-3 en el caso de la proteína deficiente en actividad exonucleasa) (Lázaro et 
al., 1995).  
 La TP wild-type del bacteriófago ϕ29 se purificó como se describe en Mencía et al. 
(2011), a partir de células de E. coli BL21(DE3) que contiene el gen 3 clonado en el plásmido 
pT7-3. 
 
1.3. Sustratos de DNA 
 Todos los oligonucleótidos fueron obtenidos de Isogen y purificados mediante geles de 
poliacrilamida al 20%-7 M urea. Los oligonucleótidos sp1 (5´- GATCACAGTGAGTAC) y sp1p 
(5´- GATCACAGTGAGTAG) fueron marcados radiactivamente en el extremo 5´ con [γ-
32P]dATP mediante la enzima polinucleótido quinasa del fago T4. El oligonucleótido sp1 
marcado se usó como sustrato ssDNA en ensayos de exonucleolisis. Las moléculas de tipo 
iniciador/molde utilizadas en esta tesis se obtuvieron mediante la hibridación de los 
oligonucleótidos sp1 y sp1p al oligonucleótido sp1c+6 (5´- TCTATTGTACTCACTGTGATC) 
o, en el caso de sp1 también al oligonucleótido sp1c+6A (5´- 
TCTATAGTACTCACTGTGATC), en presencia de 0,2 M NaCl y 50 mM Tris-HCl, pH 7,5, 
para generar moléculas de tipo iniciador/molde usada en ensayos que requieren como sustrato un 
dsDNA con un extremo protuberante de 6 nucleótidos.  
 El DNA de ϕ29 fue obtenido por tratamiento de las partículas víricas con proteinasa K 
en presencia de SDS (Inciarte et al., 1976), posterior extracción con fenol y precipitación con 
etanol. 
 El genoma del bacteriófago ϕ29 (TP-DNA) fue obtenido como se describe en Peñalva y 
Salas (1982). 
 El ssDNA de M13mp18 fue hibridado al oligonucleótido universal de 17mer de longitud 
en presencia de 0,2 M NaCl y 60 mM Tris-HCl, pH 7,5, para obtener una molécula de DNA 
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iniciador/molde usada para el análisis de la síntesis procesiva acoplada al desplazamiento de 
banda. 
 El 5´-p-nitrofenil éster de timidina monofosfato (pNP-TMP) fue adquirido de Sigma. 
 
2. MÉTODOS 
2.1. Mutagénesis dirigida, expresión y purificación de las DNA polimerasas mutantes 
 Para la obtención de las DNA polimerasas mutantes de ϕ29 se empleó el kit de 
mutagénesis dirigida QuickChange de Amersham Pharmacia. Como molde para la reacción de 
mutagénesis se utilizaron tanto el plásmido pJLPM, que contiene el gen wild-type de la DNA 
polimerasa del bacteriófago ϕ29, como el plásmido pT7-3 que contiene el gen mutante 
D12A/D66A de la DNA polimerasa que carece de la actividad exonucleasa 3´-5´. Se diseñaron 
oligonucleótidos complementarios a la secuencia del plásmido, que hibridan con éste 
flanqueando ambos lados de la región que contiene la mutación. Tras el ciclo térmico se trató con 
la endonucleasa DpnI. El DNA recién sintetizado se transformó en células competentes E. coli 
XL1-blue. Para asegurarnos que sólo estuviera presente la mutación deseada se secuenció el gen 
completo. La expresión de las proteínas mutantes se llevó a cabo en células E. coli BL21(DE3), 
que contiene el gen de la RNA polimerasa de T7 bajo el control del promotor lacUV5, inducible 
por IPTG (Studier y Moffatt, 1986). Las DNA polimerasas se purificaron como se ha descrito en 
Lázaro et al. (1995). 
 
2.2. Balance de las actividades de polimerización y exonucleolisis 3´- 5´ 
 La molécula hibrida sp1/sp1c+6 es del tipo iniciador/molde, ya que presenta un extremo 
5´ protuberante de 6mer de longitud el cual sirve de sustrato tanto para la actividad exonucleasa 
3´-5´ como para la actividad de polimerización dependiente de DNA. La mezcla de incubación 
contiene, en un volumen final de 12,5 µl, 50 mM Tris-HCl pH 7,5, 1 mM DTT, 4% (v/v) glicerol, 
0,1 mg/ml BSA, 10 mM MgCl2 o 1 mM MnCl2 según se indique, 30 nM DNA polimerasa wild-
type o mutante. La proteína se incuba con 1,2 nM del sustrato sp1/sp1c+6, marcado en el extremo 
5´, con concentraciones crecientes de dNTPs. Tras 5 minutos de incubación a 25 °C, se paró la 
reacción añadiendo EDTA a una concentración final de 10 mM. Las muestras se analizaron por 
electroforesis en geles del 20% poliacrilamida-7M urea y posterior autorradiografía. Las 
actividades de polimerización y exonucleasa se determinaron por el aumento o disminución, 
respectivamente, de la longitud inicial del sustrato original (15mer). 
 
2.3. Ensayo de la actividad Exonucleasa 3´- 5´ 
2.3.1. Actividad exonucleasa 3´- 5´sobre DNA  
 La mezcla de incubación contiene, en un volumen final de 12,5 µl, 50 mM Tris-HCl, pH 
7,5, 1 mM DTT, 4% (v/v) glicerol, 0,1 mg/ml BSA, 10 mM MgCl2 o 1 mM MnCl2 según se 
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indique. Como sustrato de ssDNA se utilizaron 1,2 nM del oligonucleótido de 4mer o 1,2 nM del 
oligonucleótido sp1 (15mer), ambos marcados en el extremo 5´. Como sustrato de dsDNA se 
utilizó 1,2 nM del híbrido sp1/sp1c+6. La cantidad de proteína se ajustó en cada caso para 
conseguir condiciones lineales de reacción. Las muestras se incubaron a 25 °C durante los 
tiempos indicados y se paró la reacción añadiendo 10 mM de EDTA. Las muestras se analizaron 
por electroforesis en geles del 20% poliacrilamida-7M urea y posterior autorradiografía. La 
cuantificación fue realizada mediante densitometría de las bandas obtenidas. La degradación total 
se obtuvo calculando el número de eventos catalíticos que dieron lugar a los diferentes productos 
de degradación. A partir de estos datos se calcula la eficiencia catalítica de cada polimerasa 
mutante y se relativiza a la de la proteína wild-type. 
 
2.3.2. Hidrólisis del 5´-p-nitrofenil éster de timidina 5´-monosfato (pNP-TMP)   
 Las incubaciones se llevaron a cabo en un volumen final de 300 µl que contenía 50 mM 
Tris-HCl, pH 7,5, 150 mM NaCl, 1 mM MnCl2, 3 mM pNP-TMP (disuelto en 50 mM Tris-HCl, 
pH 8, y 150 mM NaCl) y 17 µM de cada DNA polimerasa, wild-type o mutante. La hidrólisis se 
analizó monitorizando la producción de p-nitrofenol a una longitud de onda de 420 nm con un 
espectrofotómetro Hitachi U-2000 a 25 °C, a los tiempos indicados (Hamdan et al., 2002). 
 
2.4. Ensayo de interacción de la DNA polimerasa con sustratos de DNA   
 Para analizar la interacción que establece la DNA polimerasa con los diferentes sustratos 
de DNA se llevaron a cabo ensayos de retraso en gel. Las reacciones se hicieron en un volumen 
de 20 µl que contenía 12 mM Tris-HCl, pH 7,5, 1 mM EDTA, 20 mM sulfato amónico, 0,1 mg/ml 
BSA, 1,2 nM de sp1/sp1c+6 o sp1p/sp1c+6 (en presencia de 10 mM MgCl2, 1 mM MnCl2 o sin 
metal según se indique) y las cantidades indicadas de DNA polimerasa wild-type o mutante. Tras 
incubar 5 minutos a 4 °C, las muestras se sometieron a electroforesis en gel de poliacrilamida 
(80:1 monómero:bis) al 4% (p/v) que contenía 12 mM Tris-acetato, pH 7,5. La electroforesis se 
llevó a cabo a 4°C y en el mismo tampón a 8V/cm (Carthew et al., 1985). Los complejos DNA 
polimerasa/DNA se detectaron por autorradiografía como un retraso en la movilidad del sustrato 
marcado. 
 
2.5. Transferencia del primer desde el centro activo de polimerización al centro activo de 
exonucleolisis.  
 La mezcla de incubación contenía, en 12,5 µl, 50 mM Tris-HCl, pH 7,5, 1 mM DTT, 0,1 
mg/ml BSA, 4% (v/v) glicerol, 62 pM [α-32P]dATP, 1,2 nM del sustrato híbrido no marcado 
sp1/sp1c+6 y 24 nM de cada una de las DNA polimerasas, wild-type o mutantes en sus dos 
formas, con y sin actividad exonucleasa. Las muestras fueron incubadas durante 10 min a 4 °C 
para permitir la formación del complejo DNA polimerasa/DNA. La reacción se inició con 10 
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mM MgCl2 y 70 nM del ssDNA M13 como DNA competidor y la mezcla se incubó durante los 
tiempos indicados a 30 °C. Se llevaron controles de forma paralela a las reacciones anteriores en 
las que el DNA competidor se encuentra en la mezcla de reacción junto con el sustrato sp1/sp1c+6 
antes de añadir la DNA polimerasa. Estas reacciones también se preincubaron durante 10 min, se 
iniciaron con 10 mM MgCl2 y se incubaron los tiempos indicados a 30 °C. Todas las reacciones 
se pararon con 10 mM EDTA. Los productos de polimerización fueron analizados por 
electroforesis en gel de poliacrilamida 20%-7 M urea y posterior autorradiografía. Para analizar 
la escisión de dAMP, 1 µl de cada muestra fue separada tras la incubación y analizada por 
cromatografía en capa fina (Polygram Cel 300 PEI/UV254) y posterior autorradiografía. La 
cromatografía se desarrolló en 0,15 M formiato de litio (pH 3,0); en estas condiciones el 5´-
dAMP migra, mientras el sustrato de DNA y el dATP marcado permanecen en el punto de origen. 
 
2.6. Transferencia del extremo 3´ del primer desde el centro activo de exonucleolisis 3´-
5´ al centro activo de polimerización. 
 La mezcla de incubación contenía, en 12,5 µl, 50 mM Tris-HCl, pH 7,5, 1 mM DTT, 0,1 
mg/ml BSA, 4% (v/v) glicerol, 1,2 nM del sustrato híbrido marcado en 5´ sp1p/sp1c+6 y 24 nM 
de cada una de las DNA polimerasas, wild-type o mutantes en sus dos formas, con y sin actividad 
exonucleasa, y 8 µM de dNTPs. Las muestras fueron incubadas durante 10 min a 4 °C para 
permitir la formación del complejo DNA polimerasa/DNA. Las reacciones fueron iniciadas 
añadiendo de manera simultánea 10 mM MgCl2 y 16 µM del sustrato competidor sp1p/sp1c+6 
sin marcar y se incubaron durante 2 min a 30 °C. Como control de la efectividad del sustrato de 
DNA competidor, cada DNA polimerasa se incubó simultáneamente con las cantidades indicadas 
del sustrato marcado y el no marcado durante 10 min a 4 °C. Esta reacción se inició añadiendo 
10 mM MgCl2 y posterior incubación durante 2 min a 30 °C. Todas las reacciones se detuvieron 
con 10 mM EDTA y se analizaron por electroforesis en geles del 20% poliacrilamida-7M urea y 
posterior autorradiografía. 
 
2.7. Ensayo de fidelidad de inserción de nucleótidos  
 La mezcla de incubación contenía, en un volumen final de 12,5 µl, 50 mM Tris-HCl, pH 
7,5, 1 mM DTT, 4% (v/v) glicerol, 0,1 mg/ml BSA, 10 mM MgCl2 o 1 mM MnCl2 según se 
indique, 1,2 nM de la molécula híbrida marcada en 5´ sp1/sp1c+6A como sustrato y las 
concentraciones indicadas de nucleótido correcto (dTTP) o incorrecto (dCTP). La cantidad de 
enzima fue ajustada para cada polimerasa con objeto de optimizar el producto de reacción 
asegurando que ésta se lleve a cabo en estado-estacionario. El cálculo de la Km aparente para el 
nucleótido correcto dTTP en presencia de 1 mM de MnCl2 fue llevado a cabo con las siguientes 
cantidades de polimerasa deficiente en la actividad de exonucleolisis: wild-type Exo- (1,2 nM), 
G481FExo- (30 nM), G481LExo- (1,2 nM), W483FExo- (1,2 nM), W483LExo- (5 nM), A484EExo- (1,2 
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nM), E486AExo- (2,4 nM), y E486DExo- (2,4 nM). En presencia de 10 mM MgCl2 las cantidades 
de DNA polimerasas fueron las siguientes: wild-type Exo- (1,5 nM), G481FExo- (36 nM), G481LExo- 
(3,6 nM), W483FExo- (1,2 nM), W483LExo- (1,8 nM), A484EExo- (1,8 nM), E486AExo- (1,2 nM), y 
E486DExo- (1,2 nM). La estimación de la Km por el nucleótido incorrecto dCTP fue llevada a cabo 
en presencia de 1 mM MnCl2 y las siguientes cantidades de DNA polimerasas: wild-type Exo- (2,4 
nM), G481FExo- (17 nM), G481LExo- (7,3 nM), W483FExo- (1,8 nM), W483LExo- (6 nM), A484EExo- 
(7,3 nM), E486AExo- (7,3 nM), y E486DExo- (4,8 nM). Las muestras se incubaron 30 s a 25 °C, y 
la reacción fue parada añadiendo 10 mM EDTA. Se tuvieron en cuenta para el análisis tan sólo 
aquellas reacciones en las que el rango de utilización del sustrato estaba por debajo del 30%. Las 
muestras fueron analizadas por electroforesis en gel de poliacrilamida 20%-7 M urea y se 
cuantificaron por densitometría de las autorradiografías. La cantidad de producto elongado fue 
representado frente a la concentración de dNTP. El valor de la Km aparente y la Vmax se 
obtuvieron mediante el software Kaleidagraph3.6.4. El factor de discriminación durante la 
adición de nucleótido se definió como la proporción entre la eficiencia catalítica de inserción del 
nucleótido incorrecto y correcto. 
 
2.8. Ensayo de síntesis procesiva acoplada al desplazamiento de banda (replicación del 
DNA de M13) 
 La mezcla de incubación contenía, en 25 µl, 50 mM Tris-HCl, pH 7,5, 1 mM DTT, 0,1 
mg/ml BSA, 4% (v/v) glicerol, 20 mM sulfato amónico, 40 µM de cada uno de los cuatro dNTPs, 
1 µCi de [α-32P]ATP, 4,2 nM de ssDNA M13mp18 hibridado al iniciador universal de 17mer y 
60 nM de DNA polimerasa, wild-type o mutante. Las muestras se incubaron durante los tiempos 
indicados a 30 °C. Las reacciones se pararon con 10 mM EDTA y 0,1% SDS y las muestras 
fueron filtradas a través de columnas de Sephadex G-50 con 0,1% SDS. La actividad relativa de 
las DNA polimerasas mutantes respecto a la wild-type se calculó a partir de la radiación Cerenkov 
correspondiente al volumen eluido de cada muestra tras el filtrado. El análisis de los tamaños se 
llevó a cabo mediante la desnaturalización  del DNA sintetizado con 0,7 M NaOH y posterior 
electroforesis en gel de agarosa alcalino al 0,7% (McDonell et al., 1977). Después de la 
electroforesis, la posición de la unidad de longitud correspondiente al DNA de M13 se detectó 
por tinción con bromuro de etidio del gel, el cual fue posteriormente secado y autorradiografiado. 
 
2.9. Ensayo de replicación del TP-DNA de ϕ29     
 La mezcla de reacción contenía, en 25 µl, 50 mM Tris-HCl, pH 7,5, 10 mM MgCl2 o 1 
mM MnCl2 según se indique, 20 mM sulfato amónico, 1 mM DTT, 4% (v/v) glicerol, 0,1 mg/ml 
BSA, 20 µM de cada uno de los cuatro dNTPs, 1 µCi de [α-32P]dATP, 1,6 nM de ϕ29 TP-DNA, 
13 nM TP y 13 nM DNA polimerasa, wild-type o mutante. Las muestras se incubaron durante los 
tiempos indicados a 30 °C. Las reacciones se pararon añadiendo 10 mM EDTA y 0,1% SDS y se 
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filtraron a través de columnas de Sephadex G-50 en presencia de 0,1% SDS. La actividad relativa 
de las DNA polimerasas mutantes respecto a la wild-type se calculó a partir de la radiación 
Cerenkov correspondiente al volumen eluido de cada muestra tras el filtrado. El análisis de los 
tamaños se llevó a cabo mediante la desnaturalización del DNA sintetizado con 0,7 M NaOH y 
posterior electroforesis en gel de agarosa alcalino al 0,7% (McDonell et al., 1977). Después de 
la electroforesis, la posición de la unidad de longitud correspondiente al DNA de ϕ29 (19.285 
bases) se detectó por tinción con bromuro de etidio del gel, el cual fue posteriormente secado y 
autorradiografiado.  
 El análisis de los productos de transición se llevó a cabo como se acaba de describir pero 
utilizando 61 nM de DNA polimerasa y 152 nM de TP, proporcionando la concentración y tipo 
de dNTP indicado en cada caso. Las muestras se analizaron en un gel de poliacrilamida 12%-
0,1% SDS (360x280x0,5 mm) con objeto de obtener la resolución necesaria para distinguir los 
primeros productos de elongación. 
 
2.10. Ensayo de iniciación de la replicación (formación del complejo TP-dAMP) 
 La mezcla de reacción contenía, en 25 µl, 50 mM Tris-HCl, pH 7,5, 10 mM MgCl2 ó 1 
mM MnCl2 según se indique, 20 mM sulfato amónico, 1 mM DTT, 4% (v/v) glicerol, 0,1 mg/ml 
BSA, 0,2 µM dATP, 2 µCi de [α-32P]dATP, 1,6 nM de ϕ29 TP-DNA y las cantidades indicadas 
en cada ensayo de TP y DNA polimerasa, wild-type o mutante. En el caso de los ensayos de 
iniciación independiente de molde (deoxinucleotidilación de la TP) se empleó 1 mM MnCl2 como 
metal activador, y las cantidades de DNA polimerasa, wild-type o mutante, indicadas. Las 
muestras se incubaron durante los tiempos indicados a 30 °C. Tras este tiempo las reacciones se 
pararon añadiendo 10 mM EDTA y 0,1% SDS y las muestras se filtraron a través de columnas 
de Sephadex G-50 en presencia de 0,1% SDS. Las muestras se analizaron por electroforesis en 
gel de poliacrilamida al 12%-0,1% SDS. La cuantificación fue realizada mediante densitometría 
de las bandas correspondientes al complejo TP-dAMP, detectadas por autorradiografía. 
 
2.11. Ensayo de amplificación del TP-DNA de ϕ29 
 La mezcla de reacción contenía, en 25 µl, 50 mM Tris-HCl, pH 7,5, 10 mM MgCl2 ó 1 
mM MnCl2 según se indique, 20 mM sulfato amónico, 1 mM DTT, 4% (v/v) glicerol, 0,1 mg/ml 
BSA, 80 µM de cada uno de los cuatro dNTPs, 1 µCi de [α-32P]dATP, 16 pM de ϕ29 TP-DNA, 
6,5 nM de TP, 6,5 nM de DNA polimerasa, wild-type o mutante, 30 µM de SSB de ϕ29 y 30 µM 
de DBP de ϕ29. Después de incubar durante los tiempos indicados a 30 °C, las reacciones se 
pararon con 10 mM EDTA y 0,1% SDS. El procesamiento de las muestras fue similar al descrito 
en el ensayo de replicación de ϕ29 TP-DNA. 
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2.12. Ensayo de interferencia 
 El ensayo consiste en una reacción de iniciación sin molde en la que se utiliza una 
cantidad limitante de TP y diferentes cantidades de DNA polimerasa, wild-type o mutante que 
compiten con el mutante D249E de la DNA polimerasa (catalíticamente inactivo, por lo que no 
dará señal en la autorradiografía, pero con capacidad intacta de interaccionar con la TP) por unirse 
a la TP (Blasco et al., 1991). Las cantidades de proteína utilizadas para cada mutante varían 
ligeramente. En el caso de las polimerasas wild-type y K311A se emplearon 50 nM, 25 nM de 
TP y cantidades crecientes de D249E (de 0-100 nM en el caso de la wild-type y de 0-200 nM en 
el caso del K311A), 50 nM de los mutantes R306A, R308A e Y310A, 25 nM de TP y cantidades 
crecientes de D249E (0-100 nM), y 100 nM del mutante Δ5, junto con 50 nM de TP y de 0-194 
nM de la DNA polimerasa competidora D249E. En todos los casos se preincubó la DNA 
polimerasa en estudio junto con su competidora D249E durante 5 min a 4 °C. Las muestras se 
activan con el resto de la mezcla de reacción que contiene 1 mM MnCl2 y se incuban durante 3 
h a 30 °C. La reacción se paró con 10 mM EDTA y las muestras se analizaron por electroforesis 
en gel de poliacrilamida al 12%-0,1% SDS. La cuantificación fue realizada mediante 
densitometría de las bandas correspondientes al complejo TP-DNA polimerasa, detectadas por 
autorradiografía.  
 
2.13. Ensayo de cosedimentación  
 La mezcla de incubación contenía, en 150 µl, 50 mM Tris-HCl, pH 7,5, 1 mM DTT, 0,1 
mg/ml BSA, 20 mM sulfato amónico, 0,6 µM de TP y 0,6 µM de DNA polimerasa. Después de 
incubar las muestras durante 30 min a 4 °C, se depositaron en la parte superior de un gradiente 
de glicerol continuo del 15 al 30%. El gradiente, de 4 ml, se generó en un tampón que contenía 
50 mM Tris-HCl, pH 7,5, 20 mM sulfato amónico, 0,4 M NaCl, 1 mM EDTA y 7 mM 2-
mercaptoetanol, y se sometió a ultracentrifugación durante 24 h, a 4 °C y 58.000 rpm (en un rotor 
Beckman TST 60.4) Posteriormente, se recogieron fracciones desde la parte inferior del tubo y 
se examinaron en geles de poliacrilamida 12%-0,1% SDS. Posteriormente los geles fueron 
teñidos con azul de Coomasie. 
 
2.14. Ensayo de pirofosforolisis 
 La mezcla de reacción contenía, en 12,5 µl, 50 mM Tris-HCl, pH 7,5, 1 mM DTT, 0,1 
mg/ml BSA, 4% (v/v) glicerol, 6,5 nM de DNA polimerasa, wild-type o mutante, deficiente en 
actividad 3´-5´ exonucleolítica, 1,2 nM del sustrato sp1/sp1c+6, marcado en el extremo 5´, 10 
mM MgCl2 o 1 mM MnCl2 como metal activador y la concentración indicada del pirofosfato 
tetrasódico (Merck). Tras incubar 5 min a 25 °C, las reacciones fueron paradas añadiendo 10 mM 
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 La estructura cristalográfica del complejo ternario de la DNA polimerasa de ϕ29 ha 
mostrado que los iones metálicos catalíticos A y B están coordinados no solo por los grupos 
fosfatos g y a del nucleótido entrante y de los residuos Asp249 (motivo A) y Asp458 (motivo C), 
sino también por el grupo carbonilo de la Val250 (motivo A, ver Figura 7A) (Berman et al., 
2007), la cual está altamente conservada en el subgrupo de DNA polimerasas que inician con 
proteína. Además, el alineamiento múltiple de secuencias identifica un residuo conservado de 
Glu (Glu486 en la DNA polimerasa de ϕ29) (ver Figura 8), localizado en el centro activo de 
polimerización de las polimerasas de la familia B. Al comienzo de esta Tesis ya se había 
propuesto para este residuo un papel como nuevo ligando indirecto de un ion metálico no 
catalítico C en la DNA polimerasa de RB69 (Franklin et al., 2001; Zakharova et al., 2004; 
Shamoo y Steitz, 1999), y que está formando parte del denominado motivo LExE (Braithwaite 
& Ito, 1993). 
 
 
1.1. El motivo LExE de las DNA polimerasas replicativas 
El alineamiento múltiple de secuencias de DNA polimerasas de la familia B permitió 
identificar un motivo conservado dentro de la región de polimerización cuya secuencia consenso 
es LExE (Braithwaite & Ito, 1993), (ver Figura 8). 
  
Figura 7. Sitio activo de polimerización de la DNA polimerasa de ϕ29. A. Interacción propuesta para el residuo 
Glu486 con la fracción de PPi del nucleótido entrante a través del tercer ion metálico. La imagen también muestra 
el residuo conservado de Lys del subdominio fingers interaccionando con el fosfato del nucleótido entrante. Los 
iones metálicos catalíticos A y B, indicados como esferas en verde y gris, respectivamente, están coordinados por 
los fosfatos a y g  del nucleótido entrante, el carboxilo del residuo Asp249 (motivo A) y del residuo Aps458 
(motivo C), coloreados en rojo, y el grupo carbonilo del residuo Val250 en verde. El ion metálico no catalítico C 
propuesto y una molécula de agua podrían estar mediando la interacción entre el Glu486 (Motivo LExE) y el 
fosfato g del nucleótido, tal y como se describe para la DNA polimerasa de RB69 (Franklin et al., 2001; Zakharova 
et al., 2004; Shamoo y Steitz, 1999). Los datos cristalográficos correspondientes al complejo ternario de la DNA 
polimerasa de ϕ 29 provienen del Protein Data Bank ID code 2PYL (Berman et al., 2007). B.  El grupo carbonilo 
de la Val250 que interacciona con el fosfato g del nucleótido entrante a través de su coordinación con el metal B 
se sitúa dentro de una cavidad estructural formada por el residuo Leu253 (perteneciente al motivo A) y los residuos 
Gly484 y Trp483 (del motivo LExE aquí estudiado). Los residuos y el nucleótido entrante están representados por 
esferas. 	





 La resolución cristalográfica de la estructura de la DNA polimerasa del bacteriófago 
RB69 permitió proponer un papel como ligando indirecto de metal para el segundo Glu del 
motivo LExE (Glu686), el cual podría interaccionar con el fosfato γ del nucleótido entrante a 
través de un ion metálico no catalítico y una molécula de agua en el sitio activo de polimerización 
de la DNA polimerasa (Shamoo y Steitz, 1999; Franklin et al., 2001; Zakharova et al., 2004). En 
el subgrupo de las DNA polimerasas que inician con proteína, sólo está conservado el segundo 
Glu. Precediendo al primer Glu encontramos una Leu en la mayoría de los miembros de los 
Figura 8. Alineamiento múltiple de secuencias del 
motivo LExE de las DNA polimerasas de la 
familia B. Las DNA polimerasas de la familia B 
están agrupadas en tres subgrupos: 
bacterianas/virales, celulares y aquellas que inician 
la replicación con proteína (subgrupo proteína 
terminal). La nomenclatura de estas DNA 
polimerasas y sus secuencias se han obtenido de 
Braithwaite & Ito, (1993), a excepción de las DNA 
polimerasas siguientes: del fago de Enterobacteria 
RB69 (RB69; número de acceso del GenBankTM 
NP_861746); DNA polimerasa II de Pyrodictium 
occultum (pol II; número de acceso del GenBankTM 
BAA07579); DNA polimerasa d de 
Schizosaccharomyces pombe (S.p. pol d; número de 
acceso del GenBankTM AAA3503); DNA 
polimerasas de plásmidos mitocondriales lineales de 
Gelasinospora sp. (número de acceso del 
GenBankTM S62752); Brassica napus (número de 
acceso del GenBankTM NP862323); Flammulina 
velutipes (número de acceso del GenBankTM 
BAB13496); Pichia kluyveri (número de acceso del 
GenBankTM CAA72340); Porphyra purpurea 
(número de acceso del GenBankTM NP_049297); 
Morchella conica (pMC3-2; número de acceso del 
GenBankTM CAA45364); DNA polimerasa del 
plásmido lineal pAL2-1 de Podospora anserina 
(pAL2-1; número de acceso del GenBankTM 
X60707); DNA polimerasa del fago Cp-1 de 
Streptococcus pneumoniae (número de acceso del 
GenBankTM Q37989); y las DNA polimerasas de los 
bacteriófagos de B. subtilis GA-1 (GA-1; número de 
acceso del GenBankTM NP_073685) y PZA (PZA; 
número de acceso del GenBankTM AAA88478). Los 
números entre barras indican la posición del primer 
aminoácido alineado con respecto al extremo N-
terminal de la secuencia de cada DNA polimerasa. El 
primer y segundo residuo de Glu están en letra blanca 
y cian, respectivamente. Los residuos de Gly y de 
Trp/Phe, conservados en el subgrupo de las 
polimerasas que inician con TP están indicados en 
letra azul y verde, respectivamente. Otros residuos 
moderadamente conservados están en letras negras 
sobre fondo gris. Los residuos de la DNA polimerasa 
de ϕ29 Gly481, Trp483, Ala484 y Glu486, 
estudiados aquí, se indican con puntos negros. 
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grupos de DNA polimerasas celular y bacteriana/viral mientras que en el grupo de DNA 
polimerasas que inician con proteína está presente un residuo aromático (Phe/Trp) (identificado 
en verde en la Figura 8).  Además, este grupo de DNA polimerasas que inician con proteína 
presenta una Gly conservada localizada dos posiciones hacia el extremo N-terminal del residuo 
aromático antes mencionado (en azul en la Figura 8) mientras que en el resto de grupos de DNA 
polimerasas se encuentra Leu o Ile. 
 La resolución cristalográfica de la estructura ternaria de la DNA polimerasa de ϕ29 nos 
muestra que los residuos correspondientes del motivo LExE, Gly481 y Trp483, parecen formar 
una cavidad estructural junto con el residuo Leu253 (perteneciente al motivo A) (Berman et al., 
2007). Dicho "bolsillo" hidrofóbico podría acomodar la cadena lateral de la Val250 (ver Figura 
7B), residuo implicado en la coordinación del metal B (Berman et al., 2007; Pérez Arnaiz et al., 
2010). 
   
1.2. Mutagénesis dirigida a los residuos del motivo LExE. 
 Para analizar el efecto de las mutaciones en cada uno de los aminoácidos del motivo 
LExE, se realizaron cambios puntuales en los residuos Trp483, Ala484 y Glu486 de la DNA 
polimerasa de ϕ29. También se mutó un residuo aminoacídico previo al motivo LExE, la Gly481 
a Leu (G841L), al estar presente en la mayoría de los miembros de los otros grupos de DNA 
polimerasas B y que se cambió a Phe (G481F) ya que algunos de los miembros del grupo de 
DNA polimerasas bacterianas/virales presentaban este residuo en dicha posición. El Trp483 fue 
sustituido por Phe (W483F) ya que este residuo se encuentra en otros miembros del grupo de las 
DNA polimerasas que inician con proteína, y por Leu (W483L) al estar presente en los demás 
grupos de las DNA polimerasas de la familia B. La Ala484 se cambió a Glu (A484E) como en el 
caso de las DNA polimerasas celulares, virales y bacterianas. Finalmente, el residuo Glu486 se 
cambió por Ala (E486A) para eliminar la carga negativa, y por Asp (E486D) manteniendo así la 
carga negativa. Las mutaciones puntuales y la purificación de las proteínas se llevaron a cabo 
como se describe en el apartado de Materiales y Métodos.  
 
1.3. Actividad de polimerización de las DNA polimerasas mutantes. 
 Como en la mayoría de replicasas, las actividades de polimerización y exonucleolisis 
residen en los dominios estructuralmente independientes C- y N-terminal, respectivamente 
(Blanco y Salas, 1996; Kamtekar et al., 2004). A pesar de su separación estructural, ambos 
dominios deben trabajar coordinados para asegurar una síntesis eficiente y fiel del DNA, evitando 
la acumulación de errores en la cadena de nueva síntesis sin comprometer la tasa de elongación. 
La elección de sintetizar o degradar la cadena iniciadora depende de varios factores como la 
velocidad relativa de ambas actividades y la estabilización comparativa del sustrato en cada sitio 
activo (Joyce y Steitz, 1994). Para evaluar cómo los cambios aminoacídicos introducidos afectan 
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el equilibrio dinámico entre la actividad de polimerización y la actividad exonucleasa 3´-5´ de 
las DNA polimerasas mutadas, estudiamos el funcionamiento acoplado de síntesis y degradación 
sobre una molécula híbrida de tipo iniciador/molde (sp1/sp1c+6) en función de la concentración 
de dNTP (Figura 9A y Materiales y Métodos). En ausencia de nucleótidos, las únicas bandas que 
se detectan corresponden a los productos de degradación del primer debido a la actividad de 
exonucleolisis 3´-5´. En estas condiciones podemos ver las diferencias en los niveles de actividad 
exonucleolítica de las DNA polimerasas mutantes. Como se esperaba, debido a la localización 
del motivo conservado LExE en el dominio de polimerización, ninguna de las proteínas mutantes 
presentó deficiencias significativas en la degradación de la cadena iniciadora, a excepción de la 
polimerasa mutante G481F. A medida que la concentración de dNTP no marcado aumenta, la 
actividad de exonucleolisis 3´-5´ es progresivamente competida por la actividad de 
polimerización 5´-3´. La incorporación del dNMP se observa como el incremento del tamaño de 
la cadena iniciadora marcada, lo que nos permite determinar la cantidad de dNTP necesaria para 
lograr una elongación eficiente en cada una de las DNA polimerasas. Cuando usamos como metal 
activador MgCl2 y en presencia de 50 nM dNTPs la DNA polimerasa wild-type presenta un 
desplazamiento del equilibrio hacia la actividad de polimerización, patrón seguido únicamente 
por el mutante A484E (Figura 9A). Sin embargo, el resto de los mutantes no son capaces de 
desplazar este equilibrio a 100 nM dNTPs. Así, los mutantes W483L y G481F no dieron lugar a 
ningún producto de elongación mientras que los mutantes G481L, W483F, E484A y E486D sólo 
elongaron hasta la posición +1 a la concentración de dNTPs más alta. Es de destacar igualmente 
el aumento de la actividad nucleolítica en los mutantes E486A y E486D, presentando niveles 
superiores a los de la DNA polimerasa wild-type. 
 Cualquier deficiencia en la incorporación de nucleótidos, así como una mutación en el 
centro activo de polimerización podría resultar en un aumento de la actividad exonucleolítica 
sobre la actividad de polimerización, impidiendo el análisis específico de las características de 
síntesis de la enzima. Por esto, todos los mutantes de la DNA polimerasa de ϕ29 fueron 
construidos también en su forma carente de actividad exonucleasa, es decir, con mutaciones en 
sus dos residuos de aspártico conservados (D12A/D66A) responsables de esta actividad (ver 
Materiales y Métodos).  
La DNA polimerasa D12A/D66A se utiliza como control del centro activo de 
polimerización wild-type. Cuando usamos MgCl2 como metal activador, tanto la wild-typeExo- 
como el mutante A484E Exo- son capaces de elongar la molécula iniciadora hasta la posición de 
20mer con 5 nM de dNTPs (Figura 9B). Sin embargo, el resto de los mutantes, excepto el 
G481FExo-, solo es capaz de incorporar un nucleótido a dicha concentración de dNTP. Estos 
resultados nos permiten concluir que los defectos observados en la actividad de polimerización, 
especialmente en los mutantes E486A y E486D, no son atribuibles a una mayor actividad 
exonucleolítica sino a una deficiencia específica en la catálisis de la actividad de polimerización. 
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Es interesante señalar que, cuando usamos como metal activador Mn2+, a excepción del mutante 
G481FExo-, la actividad de polimerización del resto de los mutantes mejora de manera 
significativa, logrando llegar a la posición de 20mer con 5 nM de dNTPs tal y como hace la 




1.4. Afinidad por nucleótido de las DNA polimerasas mutantes de ϕ29 
 Para medir la eficiencia catalítica de las DNA polimerasas mutantes por el nucleótido 
correcto, se llevaron a cabo ensayos cinéticos en estado estacionario de la adición de un dNTP 
en un sustrato tipo iniciador/molde (ver Materiales y Métodos). Como se muestra en la Tabla I, 
la eficiencia catalítica (kcat/Km) de los mutantes G481F, G481L, W483F, W483L, A484E y 
D486D fue 14.905, 8, 5, 34, 3, 19 y 13 veces menor que la de la polimerasa wild-type, 
respectivamente, debido fundamentalmente al aumento del valor de la Km para esos residuos, lo 
que sugiere una baja afinidad de unión del nucleótido. 
0     10    50  100      0    50  100 200 400      0    10   50   100    0    10    50  100     0     50   100  200 400     0    10     50  100      0     50   100 200  400       0    50   100 200 400  [dNTPs], nM 
c     wild-type              G481F                G481L             W483F                W483L                  A484E                   E486A                       E486D     
0     0.2    1     5         0    0.2     1     5         0   0.2     1      5    10      0   0.2     1     5        0    0.2     1      5     10         0    0.2    1      5         0    0.2     1      5         0     0.2    1      5  [dNTPs], nM 



















Figura 9. Mutaciones en el motivo LExE de la DNA polimerasa de ϕ29 afectan al equilibrio entre las 
actividades de polimerización y exonucleolisis 3´-5´. A. Ensayo del balance Exo/pol de las DNA polimerasas 
wild-type y mutantes. El ensayo se realizó como se describe en el apartado de Materiales y Métodos, usando la 
molécula híbrida sp1/sp1c+6 como DNA iniciador/molde, las concentraciones indicadas de dNTPs y 10 mM 
MgCl2 como metal activador. El asterisco indica que la molécula híbrida está marcada en el extremo 5´ de la 
cadena iniciadora (15mer). La actividad de polimerización o de exonucleolisis 3´-5´ se detecta por el aumento o 
la disminución, respectivamente, del tamaño (15mer) del sustrato marcado. El análisis de la actividad de 
polimerización de las DNA polimerasas carentes de actividad exonucleolítica se llevó a cabo como se describe en 
el apartado A, usando el mismo sustrato, las cantidades indicadas de dNTPs, y como metal activador 10 mM MgCl2 
en B y 1 mM MnCl2 en C. c: control de DNA. 






 Para estudiar cómo los cambios introducidos en el motivo LExE afectan la capacidad de  
discriminación de nucleótido de las DNA polimerasas mutantes, se evaluó la incorporación de 
un nucleótido correcto (dTTP) e incorrecto (dCTP) a diferentes concentraciones de dNTP en 
condiciones de estado estacionario. Los datos fueron posteriormente analizados para determinar 
la correspondiente eficiencia catalítica (kcat/Km) tal y como se describió previamente (Creighton 
et al., 1995) (ver Materiales y Métodos). Estos ensayos se realizaron en presencia de Mn2+ ya que 
muchas de las DNA polimerasas mutantes no dieron productos medibles con Mg2+ en las 
condiciones experimentales usadas. La Tabla II muestra las constantes cinéticas para la inserción 
del nucleótido correcto e incorrecto, y el factor de discriminación contra la inserción de un 
nucleótido incorrecto (ƒdis) obtenido durante la incorporación del nucleótido fue calculado con la 
Km  (nM) 
Tabla I. Parámetros cinéticos de la adición de un único nucleótido para las DNA polimerasas mutantes de φ29 con Mg2+   
DNA polimerasas mutantes 
wild-type       G481F         G481L     W483F        W483L       A484E       E486A        E486D 
kcat  (s-1) 
kcat/Km (nM-1s-1) 
3 ± 0,3 
0,77 
0,255 




2634 ± 93 
0,05 
1,7x10-5 
12 ± 4 
0,37 
3,1x10-2 
23 ± 4 
1,1 
4,7x10-2 





8 ± 2 
0,81 
0,1 
74 ± 1 
0,99 
1,3x10-2 
Km constante de Michaelis. 



























Km  (nM) 
1 ± 2 
7 ± 1 
26 ± 2 
7 ± 2 
7 ± 2 
4 ± 0,5 
3 ± 0,2 
8 ± 1 


















Km  (nM) 
24 ± 2 
100 ± 9 
89 ± 1 
83 ± 4 
29 ± 4 
132 ± 12 
27 ± 6 

















Km constante de Michaelis. 
kcat constante catalítica. 
fdis factor de discriminación kcat/Km(correcto)/kcat/Km(incorrecto) 
frel (factor relativo) se calcula como cociente de  fdis(wt)/fdis(mut) 
Tabla II. Fidelidad en la inserción de nucleótidos de las DNA polimerasas mutantes de ϕ29 
Parámetros cinéticos de inserción del 
nucleótido correcto 
Parámetros cinéticos de inserción del 
nucleótido incorrecto 
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fórmula siguiente (kcat/Km)correcto/(kcat/Km)incorrecto. Por tanto, aunque la polimerasa wild-type 
muestra un ƒdis de 480, el resto de mutantes mostraron valores mucho menores de ƒdis, a excepción 
del mutante W483L, lo que nos permite concluir que los cambios introducidos en el motivo LExE 
comprometen la fidelidad de inserción de nucleótidos. 
 
1.5. Síntesis de DNA procesiva acoplada al desplazamiento de banda de las DNA 
polimerasas mutantes. 
 La DNA polimerasa de ϕ29 se caracteriza por su capacidad de acoplar el desplazamiento 
de banda a la síntesis procesiva de DNA (Blanco et al., 1989). Estas dos características 
(procesividad y desplazamiento de banda) permiten a la DNA polimerasa realizar la replicación 
del DNA de ϕ29 sin necesidad de factores accesorios de procesividad o de proteínas tipo 
helicasas. Para analizar la capacidad de las DNA polimerasas mutantes de ϕ29 en realizar la 
síntesis de DNA procesiva acoplada a desplazamiento de banda, usamos como molde el ssDNA 
circular del fago M13 al que se le ha hibridado un primer universal que aportará el grupo -OH 
necesario para iniciar la replicación. La primera ronda de replicación no requiere desplazamiento 
de banda, pero una vez completada, la DNA polimerasa se encuentra con el extremo 5´ del primer 
y a partir de aquí necesita acoplar su capacidad de desplazar banda para continuar la síntesis de 
DNA. Como se muestra en la Figura 10A y en la Tabla III, en presencia de Mg2+, los mutantes 
G481F, W483L y E486A presentan una actividad replicativa muy afectada. Los mutantes G481L, 
W483F y A484E muestran niveles menores de actividad sobre el sustrato de M13 respecto a la 
polimerasa wild-type (1,5; 4 y 7 veces menor, respectivamente) siendo el tamaño de los productos 
sintetizados por los dos primeros menor (comparar los tiempos de 5 min en la Figura 10A), lo 
Figura 10. Replicación del DNA de M13 acoplado a desplazamiento de banda por las DNA polimerasas de 
ϕ29 mutadas en el motivo LExE. La replicación del DNA de M13 se llevó a cabo como se explica en el apartado 
de Materiales y Métodos, usando 40 µM dNTPs, 61 nM de DNA polimerasa de ϕ29 wild-type o mutante y 10 mM 
MgCl2 (A) o 1 mM MnCl2 (B) como metal activador. Tras incubar los tiempos indicados a 30 °C, se calculó el 
valor de actividad relativa a partir de la cantidad de dNTP incorporado (ver Tabla III). La longitud del DNA de 
M13 sintetizado se analizó mediante electroforesis en gel de agarosa alcalina al 0,7% y posterior autorradiografía. 
La posición del tamaño unidad del DNA de M13 está indicado a la derecha. 
5    10    5     10    5    10    5    10    5    10   5    10    5    10    5    10        tiempo (min) 
wt G481F G481L W483F W483L A484E E486A E486D 
-M13 DNA 
B(Mn2+) 
5   10    5   10    5   10    5    10     5    10    5    10    5    10    5    10       tiempo (min) 
wt G481F G481L W483F W483L A484E E486A E486D 
-M13 DNA 
A(Mg2+) 
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que sugiere una disminución en la velocidad de síntesis. Al igual que en los ensayos de exo/pol, 
la presencia de Mn2+ promueve la recuperación parcial (mutante W483L) o total (mutantes 
G481L y W483F) de la actividad de polimerización, a diferencia de los mutantes G481F y 
A484E, donde la eficiencia de polimerización no mejora (Figura 10B). La presencia de Mn2+ no 
sólo aumenta la cantidad de producto elongado en los mutantes E486A y E486D, sino que 
también se ve un aumento en la velocidad de replicación con respecto a la polimerasa wild-type.   
 
 
1.6. Comportamiento de las DNA polimerasas mutantes en los procesos de iniciación y 
Replicación del TP-DNA de ϕ29.  
 La replicación del DNA de ϕ29 requiere el reconocimiento de los dos extremos del DNA 
del fago, donde se encuentran los orígenes de replicación, por el heterodímero compuesto por la 
DNA polimerasa de ϕ29 y una molécula libre de TP con el objetivo de poder catalizar la 
incorporación dirigida por molde de dAMP al grupo -OH de la Ser232 de la TP (reacción de 
iniciación). Este complejo de iniciación es posteriormente elongado gracias al desplazamiento de 
banda hasta sintetizar el tamaño completo del DNA (Salas, 1999; Salas y de Vega, 2008). Para 
averiguar en qué medida se afecta el proceso de replicación por las mutaciones introducidas se 
realizaron ensayos basados en el sistema mínimo de replicación formado por TP, DNA 
polimerasa y TP-DNA de ϕ29 (Blanco et al., 1989). Como se muestra en el panel superior de la 
Figura 11A y en la Tabla III, en presencia de Mg2+ los defectos mostrados por las DNA 
polimerasas mutantes en la replicación del TP-DNA son mayores incluso que los mostrados en 
la replicación del DNA de M13. Este hecho nos llevó a analizar los primeros pasos de la 
replicación del TP-DNA.  	
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Para estudiar la actividad de iniciación de las DNA polimerasas mutantes se evaluó la 
formación del complejo TP-dAMP (reacción de iniciación) usando como molde el TP-DNA de 
ϕ29. Como se muestra en la parte inferior de la Figura 11A (ver también Tabla III) las DNA 
polimerasas mutantes están fuertemente (G481F, W483L y E486A) o moderadamente (G481L, 
W483F, A484E y E486D) afectadas en la capacidad de llevar a cabo el proceso de iniciación. 
Por tanto, las deficiencias vistas anteriormente en la actividad de replicación durante los ensayos 
con el DNA de M13 podrían estar agravadas por la deficiencia adicional en la actividad de 
iniciación. La presencia de iones de Mn2+ mejora la eficiencia de replicación de los mutantes de 
manera similar a lo descrito en los ensayos de replicación del DNA de M13, mostrando una 
recuperación prácticamente completa en los mutantes G481L, W483F, E486A y E486D (como 
se ve en el panel superior de la Figura 11B y Tabla III). Como ya hemos visto anteriormente, la 
presencia de Mn2+ incrementa la velocidad de replicación de los mutantes E486A y E486D hasta 
niveles wild-type, de manera similar a la estimulación observada durante la reacción de iniciación 
(ver panel inferior de Figura 11B) en presencia de este mismo metal.  
5   10   5   10    5    10   5    10   5   10   5   10   5   10    5    10      tiempo, min  5    10   5    10   5   10    5   10    5   10    5   10   5    10   5   10 
-Φ29 DNA- 
wt G481F G481L W483F W483L A484E E486A E486D 
TP-dAMP 
wt G481F G481L W483F W483L A484E E486A E486D 
wt G481F G481L W483F W483L A484E E486A E486D wt G481F G481L W483F W483L A484E E486A E486D 
A(Mg2+) B(Mn2+) 
5   10   5   10    5    10   5    10   5   10   5   10   5   10    5    10      tiempo, min  5    10   5    10   5   10    5   10    5   10    5   10   5    10   5   10 
-Φ29 DNA- 
wt G481F G481L W483F W483L A484E E486A E486D 
TP-dAMP 
wt G481F G481L W483F W483L A484E E486A E486D 
wt G481F G481L W483F W483L A484E E486A E486D wt G481F G481L W483F W483L A484E E486A E486D 
A(Mg2+) B(Mn2+) 
Figura 11. Replicación del TP-DNA de ϕ29 por las DNA polimerasas mutantes de ϕ29 en el motivo LExE. 
A. Panel superior, replicación del TP-DNA de ϕ29 en presencia de Mg2+. El ensayo fue llevado a cabo como se 
describe en el apartado de "Materiales y Metodos" en presencia de 12 nM de DNA polimerasa wild-type o mutante, 
12 nM de TP, y 10 mM MgCl2 como metal activador. Tras incubar los tiempos indicados a 30 °C, se calculó el 
valor de actividad relativa (ver Tabla III). La longitud del TP-DNA sintetizado se analizó mediante electroforesis 
en gel de agarosa alcalina al 0,7% y posterior autorradiografía. Se indica la altura a la que migra el tamaño unidad 
del DNA de ϕ29. Panel inferior, reacción de iniciación con molde en presencia de Mg2+. El ensayo de iniciación 
fue llevado a cabo como se describe en el apartado "Materiales y Métodos" en presencia de 19 nM de DNA 
polimerasa, wild-type o mutante, 19 nM de TP purificada, y 10 mM MgCl2 como metal activador. Tras incubar 4 
min a 30 °C, las muestras fueran analizadas por SDS-PAGE y posterior autorradiografía. B. Panel superior, 
replicación del TP-DNA de ϕ29 en presencia de Mn2+ El ensayo se llevó a cabo como en A en presencia de 1 mM 
MnCl2. Tras la incubación a los tiempos indicados a 30 ºC, las muestras se procesaron como se ha descrito 
anteriormente. Panel inferior, actividad de iniciación en presencia de Mn2+. El ensayo de iniciación se llevó a cabo 
como se describe en Materiales y Métodos, en presencia de 2,4 nM de la DNA polimerasa wild-type o mutante, 
4,8 nM de la TP purificada y 1 mM MnCl2. Tras la incubación durante 2 min a 30 ºC, las muestras se analizaron 
mediante SDS-PAGE y autoradiografía.  







1.7. Actividad pirofosforolítica de las DNA polimerasas mutantes. 
 Junto con la actividad exonucleolítica 3´-5´, la DNA polimerasa de ϕ29 presenta otra 
actividad degradativa dependiente de PPi (Blasco et al., 1991). Esta actividad, cuyo sustrato 
óptimo es un DNA de doble cadena con un extremo 5´-protuberante, puede considerarse la 
inversa a la reacción de polimerización ya que actúa en dirección 3´-5´ liberando dNTPs. Por 
tanto, analizamos el posible efecto de las mutaciones introducidas en el motivo LExE sobre la 
actividad pirofosforolítica, usando como sustrato la molécula híbrida sp1/sp1c+6 (15/21mer) (ver 
Materiales y Métodos). Para eliminar el posible efecto de la actividad exonucleasa en los datos 
de actividad pirofosforolítica, se usaron las DNA polimerasas mutantes deficientes en actividad 
exonucleolítica. Como se muestra en la Figura 12, la adición de cantidades crecientes de PPi da 
lugar a la pirofosforolisis, indicada por la aparición de productos más cortos. Cuando usamos 
como metal activador Mg2+ (Figura 12A), tanto la DNA polimerasa wild-type como el mutante 
A484E presentaron una actividad similar de pirofosforolisis, siendo capaces de disminuir la 
longitud del primer de 15mer a 9mer. Por el contrario, el resto de los mutantes fueron muy 
ineficientes en esta actividad. Aunque algunos mutantes como el W483F, W483L, E486A y 
E486D dieron lugar a un producto de -1nt (14mer), en otros como el G481F y G481L no se 
detecta actividad alguna. Estos resultados son semejantes a los obtenidos en los ensayos de 
polimerización sobre la molécula híbrida 15/21mer en presencia del ión Mg2+ (comparar Figura 
Figura 12. Actividad pirofosforolítica de las DNA polimerasas wild-type y mutantes E486A y E486D. La 
actividad opuesta a la reacción de polimerización en la molécula híbrida tipo iniciador/molde de 15/21mer puede 
observarse cuando se adicionan las cantidades indicadas de pirofosfato inorgánico usando 10 mM MgCl2 (A) o 1 
mM MnCl2 (B) como metal activador en cada caso (ver "Materiales y Métodos"). Para evitar que la actividad 
exonucleolítica actúe sobre el sustrato, el ensayo se realizó con las DNA polimerasas correspondientes carentes 
de esta actividad. En la autorradiografía del gel de poliacrilamida se indican la posición de la molécula sin degradar 
(15mer) y la del producto de degradación pirofosforolítica de 10mer. 
wild-typeExo-   G418FExo-    G481LExo-    W483FExo-   W483LExo-    A484EExo-    E486AExo-    E486DExo- 
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9B y 12A). De manera similar ocurre cuando comparamos estos dos ensayos en presencia de 
Mn2+ como metal activador. A excepción de los mutantes G481F y G481L, todos los mutantes 





















Capítulo II: Implicación del subdominio 
TPR1 de la DNA polimerasa de ϕ29 en la 
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 En la estructura del apoenzima de la DNA polimerasa de ϕ29 se puede observar la 
presencia de un loop en el subdominio TPR1 que muestra una estructura β-giro-β (residuos 302-
316) y que se encuentra plegado de tal forma que bloquea la entrada del canal de acceso al centro 
activo de polimerización (Figura 13A, Kamtekar et al., 2006) que impediría la unión del dominio 
iniciador de la TP o del DNA a este centro activo. La resolución cristalográfica de la estructura 
del complejo DNA polimerasa/TP (Kamtekar et al., 2006) mostró que tanto el dominio 
intermedio como el dominio iniciador de la TP establecen un elevado número de contactos con 
la DNA polimerasa. Concretamente, el dominio intermedio de la TP interacciona con la región 
TPR1 de la DNA polimerasa, lo que le permitiría actuar como punto de anclaje a la DNA 
polimerasa en los primeros pasos de la replicación (Pérez-Arnaiz et al., 2007). En el complejo se 
puede observar un cambio conformacional del loop del TPR1 de la DNA polimerasa que se curva 
hacia afuera permitiendo de esta forma que el dominio iniciador de la TP, que contiene la Ser232 
iniciadora, entre en el centro activo de polimerización (Pérez-Arnaiz et al., 2007). 
 
    
  
 
Estudios bioquímicos previos ya demostraron la importancia del subdominio TPR1 de la 
















Figura 13. Estructura de la DNA polimerasa. A, traza de los Ca de la polimerasa cuando forma 
complejo con la TP (en color) superpuesta a la del apoenzima (en blanco). Solo existe un cambio 
significativo en la posición del loop del TRP1 entre los residuos 304 y 314 (en color magenta en el 
heterodímero y color negro en la apoenzima). El sitio activo de polimerización se indica mediante la 
representación en esferas de los carboxilatos que coordinan el ion metálico catalítico. B, Representación 
de la estructura del heterodímero DNA polimerasa/TP. La DNA polimerasa se representa en ribbons y la 
TP se representa como cilindros bajo superficie transparente. La TP interacciona con el loop (enmarcado 
en un círculo) del subdominio TPR1 de la DNA polimerasa que se encuentra curvado hacia afuera, 
permitiendo el acceso del dominio iniciador de la TP al centro activo de polimerización. (Adaptada de 
Kamtekar et al., 2006). 




et al., 2003). El análisis bioquímico de mutantes de la DNA polimerasa de ϕ29 en los residuos 
conservados Asp332, Lys305 y Tyr315 mostró que éstos estaban implicados en la interacción 
funcional con la TP (Dufour et al., 2000; Dufour et al., 2003). Los residuos Lys305 y Tyr315 se 
encuentran flanqueando el loop del TPR1. La resolución cristalográfica del complejo binario 
DNA polimerasa/DNA puso de manifiesto la flexibilidad del loop ya que en algunas de las copias 
del complejo este no se resolvió. Por otra parte, en el complejo ternario dicho loop estaba bien 
ordenado adquiriendo una conformación similar a la que presenta en el complejo DNA 
polimerasa/TP, actuando como una "plataforma" sobre la que se desplazaría el DNA (Berman et 
al., 2007). Finalmente, la superposición de los complejos binarios con el apoenzima revela cómo 
el loop del TPR1 podría interaccionar con el surco mayor del DNA contribuyendo a la 
estabilización de la estructura DNA polimerasa/DNA durante la polimerización procesiva 






2.1. Construcción de las DNA polimerasas mutantes en el subdominio TPR1 de la DNA 
polimerasa de f29 
 Con el objetivo de confirmar el papel funcional en la interacción con los sustratos TP y 
DNA de los residuos del loop del subdominio TPR1, se llevó a cabo mutagénesis puntual dirigida 
a los residuos Arg306, Arg308, Phe309, Tyr310 y Lys311 de la DNA polimerasa de f29. Todos 
los residuos se sustituyeron individualmente por Ala, perdiendo la carga positiva en el caso de 
las Arg (R306A, R308A) y la Lys (K311A) y el anillo aromático en el caso de la Phe (F309A) y 
de la Tyr (Y310A). También se generó el mutante de deleción Δ6 en el que se eliminaron los 
residuos Arg306-Lys311, ambos incluidos. Los mutantes fueron sobreexpresados y purificados 
como se indica en el apartado "Materiales y Métodos". 
 
Figura 14. Predicción de la interacción 
entre los residuos del loop, perteneciente 
al subdominio TPR1 de la DNA 
polimerasa de f29, y el dsDNA en el 
surco mayor. Cada residuo del loop se 
representa de un color, en forma de esferas. 
La doble hélice de DNA se representa en 
gris (cadena iniciadora) y amarillo (cadena 
molde). El modelo se hizo mediante la 
superposición de las estructuras del 
apoenzima y del complejo ternario 
(Berman et al., 2007). Las coordenadas de 
la estructura cristalográfica del complejo 
binario de la DNA polimerasa de f29 y el 
DNA fueron tomadas del PDB  2PZS. La 
figura se hizo utilizando el software Pymol 
http://www.pymol.org).	
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2.2. Los mutantes Y310A y Δ6 no mantienen un correcto balance entre las actividades de 
polimerización y exonucleolisis 3´-5´ 
 En términos enzimáticos, el sustrato óptimo para la actividad exonucleasa 3´-5´ de la 
DNA polimerasa es una molécula de ssDNA. Estudios estructurales previos del fragmento 
Klenow de la DNA polimerasa I de E. coli con un oligonucleótido unido al centro activo 
exonucleasa mostraron las bases para esta preferencia: al centro activo se llega a través de un 
canal, presente en el dominio N-terminal, que presenta las dimensiones adecuadas para albergar 
3-4 nucleótidos de una cadena simple de DNA (Freemont et al., 1988; Beese y Steitz, 1991). El 
sustrato fisiológico de una DNA polimerasa es una molécula iniciador/molde (dsDNA), que ha 
de "abrirse" parcialmente para que el extremo 3´-OH de la cadena iniciadora alcance el centro 
activo de exonucleolisis. Dicha unión ha de ser lo suficientemente estable para competir con la 
tendencia de la cadena iniciadora a formar apareamientos de Watson y Crick con la cadena molde, 
y por otro lado con la estabilización de dicha cadena en el centro activo de polimerización. Por 
tanto, la importancia de los residuos implicados en la unión del ssDNA en el dominio exonucleasa 
3´-5´ se pondrá de manifiesto fundamentalmente cuando la actividad exonucleasa se ensaye con 
una estructura tipo iniciador/molde (Truniger et al., 1996;  de Vega et al., 1996) 
Para estudiar el balance de las actividades de exonucleolisis 3´-5´ y de polimerización se 
usó como sustrato la molécula híbrida del tipo iniciador/molde sp1/sp1c+6 (15/21mer), marcada 
en el extremo 5´ de la cadena iniciadora. Este sustrato permite evaluar si el equilibrio entre las 
actividades de polimerización y exonucleolisis 3´-5´ ha sido alterado por las mutaciones 
introducidas en función de la concentración de nucleótidos (Ver Materiales y Métodos). Así, en 
ausencia de dNTPs, los productos generados darán una estimación de la capacidad 
exonucleolítica de las DNA polimerasas mutantes. A medida que se aumenta la concentración de 
nucleótidos se puede analizar cómo compiten ambas actividades. 
Como se puede observar en la Figura 15A, a excepción de las proteínas mutantes Y310A 
y Δ6, el resto de los mutantes son capaces de incorporar nucleótidos hasta la posición 21 aunque 
requieren una concentración de dNTPs unas dos veces superior a la DNA polimerasa wild-type. 
Sólo cuando la concentración de nucleótidos fue de 1 µM, el mutante Y310A generó una pequeña 
proporción de productos de elongación de 21mer, mientras que el mutante Δ6 no fue capaz de 
introducir los seis nucleótidos hasta concentraciones cercanas a 2 µM dNTPs. Además, se 
observa que los mutantes, en general, parecen tener una mayor actividad exonucleolítica que la 
polimerasa wild-type en ausencia de nucleótidos (balance exo/pol desplazado hacia la 
exonucleolisis). Para determinar si esta mayor actividad exonucleasa está impidiendo que la 
actividad de polimerización llegue a completar la incorporación de los 6 nucleótidos necesarios 
para alcanzar la posición de 21mer, se realizó el mismo tipo de ensayo eliminando la actividad 
exonucleolítica de los mutantes mediante la introducción de la doble mutación D12A/D66A en 
el centro activo de exonucleolisis de cada uno de ellos (Bernad et al., 1989) (Figura 15B). Al 




igual que en el caso anterior, los mutantes Y310AExo- y el Δ6Exo- (Figura 15B) no fueron capaces 
de generar productos de 21mer hasta alcanzar concentraciones de dNTPs de 5 y 50 nM, 
respectivamente, mientras que la enzima WTExo- y el resto de los mutantes fueron capaces de 
incorporar el sexto nucleótido a una concentración de 1,2 nM dNTPs. Por lo tanto, la disminución 
en la capacidad de polimerización de los residuos Y310A y el Δ6, no se debe a un exceso de 
actividad exonucleolítica, sino a un defecto en la capacidad de síntesis de estas dos polimerasas 
mutantes. 
                                           
 
 
2.3. Las DNA polimerasas mutantes conservan la integridad de su centro activo de 
exonucleolisis. 
Teniendo en cuenta la mayor actividad exonucleolítica mostrada por las proteínas 
mutantes (Figura 15 A), quisimos descartar que este hecho fuera debido a una alteración del 
Figura 15. Equilibrio entre las actividades de polimerización y exonucleolisis 3´-5´. A, ensayo del 
balance Exo/Pol de las DNA polimerasas wild-type y mutantes. El ensayo se realizó como se describe 
en el apartado de Materiales y Métodos, usando la molécula híbrida sp1/sp1c+6 (15/21mer) como DNA 
iniciador/molde, con las concentraciones indicadas de dNTPs y 10 mM MgCl2 como metal activador. 
El asterisco indica que la molécula híbrida está marcada en el extremo 5´ de la cadena iniciadora 
(15mer). La actividad de polimerización o de exonucleolisis 3´-5´, se detecta por el aumento o la 
disminución, respectivamente, del tamaño (15mer) del sustrato marcado. B, el análisis de la actividad 
de polimerización de las DNA polimerasas carentes de actividad exonucleolítica se llevó a cabo como 
se describe en el apartado A, utilizando como sustrato la molécula híbrida sp1/sp1c+6 marcada, las 
cantidades indicadas de dNTPs, y como metal activador 10 mM MgCl2	
RESULTADOS*
Exo/Pol:*25ng*P2,*5min,*30°C,*10mM*MgCl2**
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centro activo de exonucleolisis provocado por la mutación. Un ensayo para determinar la 
integridad del centro activo exonucleasa 3´-5´ consiste en analizar la hidrólisis del análogo de 
nucleótido 5´-p-nitrofenil éster de timidina 5´-monosfato (pNP-TMP) (ver Materiales y 
Métodos). Este sustrato presenta un tamaño mínimo de un solo nucleótido y su hidrólisis depende 
exclusivamente de los residuos catalíticos responsables de la actividad exonucleasa 3´-5´, así 
como de aquellos implicados en la estabilización del nucleótido 3´ del ssDNA. Como se puede 
observar en la Figura 16, todas las DNA polimerasas mutantes presentan una actividad hidrolítica 
similar a la del enzima wild-type. Este resultado indica que el centro activo exonucleasa 3´-5´ no 
ha sufrido diferencias estructurales ni funcionales que pudieran ser responsables de la mayor 
actividad exonucleolítica sobre DNA observada con los mutantes.  
                                    
 
      
2.4. Actividad exonucleasa 3´- 5´ sobre DNA de las DNA polimerasas wild-type y mutantes.  
Como hemos observado en el caso del balance Exo/Pol, las polimerasas mutantes 
presentaban una actividad exonucleolítica 3´-5´ mayor que la del enzima wild-type. Para una 
mejor determinación del grado de alteración de la actividad exonucleolítica se llevaron a cabo 
ensayos cinéticos utilizando como sustrato tanto DNA de cadena doble como sencilla y en 
ausencia de nucleótidos (ver ¨Materiales y Métodos¨). Comparando la actividad de los mutantes 
con la del enzima wild-type se puede observar que, en presencia del sustrato de doble cadena 
(15/21mer), los mutantes Y310A y D6, presentan una actividad exonucleasa 3´-5´ superior a la 
Figura 16. Hidrólisis del 5’-p-nitrofenil éster de timidina 5´ monofosfato. El ensayo se realizó como 
se describe en Materiales y Métodos, en presencia de 1 mM MnCl2, 3 mM pNP-TMP y 500 nM de la 
DNA polimerasa indicada. La hidrólisis se estudió monitorizando espectrofotométricamente a 420 nm 
la producción de pNP que se representa frente al tiempo. Los datos se ajustaron a una hipérbola 
rectangular mediante regresión lineal por mínimos cuadrados usando el software Kaleidagraph 3.6.4.  




de las demás DNA polimerasas incluida la wild-type (164% y 131%, respectivamente; ver Figura 
17A y Tabla IV). Debido a que los datos obtenidos con el pNP-TMP demostraban la integridad 
estuctural del centro activo de exonucleolisis, la mayor actividad observada con el dsDNA 
sugiere que los cambios introducidos en el loop provocan una unión preferente del extremo de la 
cadena iniciadora al centro exonucleasa, en detrimento de su estabilización al centro activo de 
polimerización, lo que justificaría en parte los problemas de inserción de nucleótidos mostrados 
por estos mutantes cuando se les elimina la actividad exonucleasa 3´-5´ (Figura 15B). 
 
Cuando la actividad exonucleolítica se ensayó utilizando como sustrato de la reacción 
ssDNA (sp1), mientras que los mutantes R306A y Δ6 mostraron una actividad exonucleolítica 
similar a la del enzima wild-type, los mutantes R308A, K311A, F309A y Y310A presentaron una 
Figura 17. Ensayos de actividad exonucleolítica 3´-5´. A. Como molde de DNA se utilizó una 
molécula del tipo iniciador/molde (sp1/sp1c+6). El ensayo se llevó a cabo tal y como se describe en el 
apartado de Materiales y Métodos, a los tiempos indicados. Se puede observar cómo los mutantes 
Y310A y Δ6 generan una mayor degradación del sustrato debido a una mayor actividad exonucleolítica 
3´-5´. B. Ensayo de actividad exonucleolítica sobre ssDNA, utilizando como sustrato la molécula sp1 
de 15mer (Materiales y Métodos), con las cantidades de polimerasa, wild-type y mutantes, indicadas, 
durante 1 min. c: control de DNA. 	
RESULTADOS*
Exonucleasa*ds:*5ng*P2,*0,18ng*Sp1/Sp1c+6,*10mM*MgCl2,*25°C*
Wt R306A R308A F309A Y310A K311A Δ6 
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actividad 1,4-, 1,4-, 1,6- y 1,6 veces superior al enzima silvestre, respectivamente (ver Figura 
17B y Tabla IV). Este resultado sugiere que las modificaciones introducidas en el loop favorecen 
la orientación y/o estabilización del extremo del primer en el centro activo exonucleasa 3´-5´ 
incluso en un ssDNA que teóricamente no podría estabilizarse en el centro activo de 
polimerización.  
2.5. Las DNA polimerasas mutantes transfieren intramolecularmente el extremo de la 
cadena iniciadora entre sus centros activos de polimerización y exonucleolisis.  
La DNA polimerasa de ϕ29 posee dos actividades que actúan en direcciones opuestas: 
polimerización 5´-3´ y exonucleolisis 3´-5´. Los datos tanto funcionales como estructurales 
muestran como los centros activos de ambas actividades residen en dominios estructural y 
funcionalmente independientes y separados unos 40 Å, que han de actuar de manera coordinada 
para prevenir la acumulación de errores que puedan producirse durante la replicación del DNA, 
implicando el movimiento intramolecular del extremo de la cadena iniciadora entre ambos (de 
Vega et al., 1999). Para determinar si el aumento de la actividad exonucleolítica sobre dsDNA 
de los mutantes Y310A y Δ6 es debida a un defecto en la transferencia del extremo 3´ de la 
cadena iniciadora entre los dos centros activos se llevó a cabo un estudio de la capacidad de las 
DNA polimerasas mutantes de transferir de manera intramolecular la cadena iniciadora desde un 
centro activo al otro.  
Tabla IV. Actividad de las DNA polimeresas de φ29 wild-type y mutantes 
Ensayo 




Mutantes de la DNA polimerasa de φ29 a 
        wild-type     R306A        R308A         F309A      Y310A       K311A          Δ6 
100 92±4 39±3,2 87±6,3 3±0,4 18±1,1 n.d. 
Amplificación del 
TP-DNA de φ29  100 62,1±12,6 55±11,7 6,8±4,3 1,7±0,4 57,6±2,7 1,1±0,1 
Iniciación del 








100 29±1,7 30±2,3 40±2,2 18±1 25±3,1 2±0,9 
ssDNA 
dsDNA 
100 199±16,8 230±25,1 212±21,1 196±5,2 243±17,9 52±4,5 
dsDNA 
Interferencia 100 44±2,3 77±0,7 21±1,6 12±1,4 90±3,2 2±0,1 
100 102±8,9 142±13 161±11,7 164±10,1 145±15,2 116±7,9 
100 106±11,2 99±10,1 90±6 164±10,9 108±6,7 131±9,2 




Para determinar el tipo de transferencia entre los dos centros activos catalíticos, se analizó 
la inserción y/o escisión de dNMPs resultantes de un único evento de unión entre la DNA 
polimerasa y el DNA. Para conseguir estas condiciones se utilizó un exceso molar de DNA 
competidor. Este exceso de DNA es necesario para atrapar las moléculas de DNA polimerasa 
que no estén unidas al sustrato de DNA antes de iniciar la reacción, así como para prevenir una 
reasociación con el sustrato de DNA de aquellas polimerasas que se hayan disociado tras realizar 
el proceso una vez (ver Materiales y Métodos). Así, si la transferencia desde el centro activo de 
polimerización al de exonucleolisis en las proteínas mutantes se llevara a cabo tras la disociación 
del enzima del DNA (transferencia intermolecular), no se observaría actividad exonucleasa sobre 
el sustrato marcado debido a que el enzima sería atrapado por el exceso de DNA utilizado como 
competidor, sin poder volverse a unir al sustrato marcado. Por el contrario, si el movimiento de 
la cadena iniciadora entre ambos centros activos fuera intramolecular, el patrón de actividad de 
la DNA polimerasa sobre el sustrato habría de ser el mismo tanto en ausencia como en presencia 
de DNA competidor. Por otro lado, comparando los productos de reacción que se obtengan con 
las versiones de las proteínas mutantes deficientes en actividad exonucleasa 3´-5´se podrá deducir 
si ha tenido lugar una reacción exonucleolítica durante el encuentro enzima-DNA.  
Para estudiar si la DNA polimerasa es capaz de llevar a cabo el intercambio de la cadena 
iniciadora desde el centro activo de polimerización al de exonucleolisis, se utilizó como sustrato 
la molécula híbrida sp1/sp1c+6 (ver Materiales y Métodos), y una pequeña cantidad de [α-
32P]dATP (62 pM) que permita un solo evento de incorporación frente a la timina de la cadena 
molde (Figura 18A). En estas condiciones, y poniendo un exceso de ssDNA de M13 como 
competidor (su efectividad se muestra en el carril c), se ensayaron tanto los mutantes simples 
como sus versiones carentes de actividad exonucleolítica (D12A/D66A) como control de 
actividad de polimerización. En este caso, los mutantes deficientes en actividad exonucleasa 3´-
5´ fueron capaces de insertar el dAMP complementario en la primera timina de manera estable 
(Figura 18A). En el caso de las versiones mutantes con actividad exonucleasa la ausencia de 
marca es debida a la actividad exonucleolítica de las mismas, que eliminarían el dAMP 
incorporado. Para comprobarlo, una parte de cada muestra fue sometida a una cromatografía en 
capa fina en condiciones en las que el dAMP liberado puede separarse de su forma trifosfato y 
del DNA. Como puede observarse en la Figura 18B, todas las polimerasas con actividad 
exonucleasa eliminaron el dAMP incorporado aunque el D6 lo hizo en bastante menor medida. 
Este resultado demuestra que las mutaciones puntuales en el loop del subdominio TPR1 no 
afectan a la transferencia intramolecular de la cadena iniciadora desde el centro activo de 
polimerización al de exonucleolisis.                                        
 






Figura 18. Ensayos de transferencia del extremo del primer entre los centros activos. A. Ensayo de 
transferencia del extremo del primer desde el centro activo de polimerización al de exonucleolisis 3´-5´. 
El ensayo fue llevado a cabo como se describe en Materiales y Métodos, utilizando 62 pM dATP marcado, 
24 nM de las DNA polimerasas indicadas y 1,2 nM del híbrido sp1/sp1c+6 (mostrado en la parte superior 
de la figura) no marcado. Las muestras fueron incubadas durante 10 min a 4 °C en presencia (c; control) 
o ausencia de 70 nM de DNA de M13 de banda simple como competidor. La reacción fue iniciada por la 
adición del metal activador (c) o metal activador junto con el DNA de M13 (resto de los puntos). Después 
de incubar a 30 ºC en los tiempos indicados, los productos de polimerización fueron analizados por 
electroforesis en gel de poliacrilamida 20%-7M urea y posterior autorradiografía. B. Análisis de la 
escisión de dAMP por la actividad exonucleasa 3´-5´. Para este análisis 2 µl de cada muestra del ensayo 
de incorporación fueron analizados por cromatografía en capa fina (Polygram Cel 300 PEI/UV254) y 
posterior autoradiografía, como se describe en Materiales y Métodos. C. Transferencia del extremo del 
primer desde el centro activo de exonucleolisis al de polimerización. El ensayo fue llevado a cabo como 
se describe en Materiales y Métodos, utilizando 1,2 nM del híbrido sp1p/sp1c+6 en el que el extremo 3´ 
del primer está desapareado y el extremo 5´ se encuentra marcado con 32P, 24 nM de las DNA polimerasas 
indicadas y 8 µM dNTPs. Las muestras fueron incubadas durante 10 min a 4 °C para permitir la formación 
del complejo DNA polimerasa-sp1p/sp1c+6, en presencia (CT) o ausencia de 16 µM de DNA de 
sp1p/sp1c+6 sin marcar como DNA competidor. La reación fue iniciada por la adición del metal activador 
(CT) o metal activador junto con el DNA competidor (resto de los puntos). Los productos de 
polimerización fueron analizados por electroforesis en gel de poliacrilamia 20%-8 M urea y posterior 
autorradiografía. Exo-: mutante D12A/D66A. (-) Mutante que porta adicionalmente la doble mutación 






Exo-/ Wt R306A-/ R306A+ R308-/ R308+ F309-/ F309+ 
Y310-/ Y310+ K311-/ K311+ Δ6-/ Δ6+ 
RESULTADOS)
Δ6-/ Δ6+ 
C     1      2 C     1     2 C    1      2 C     1      2 C    1     2 C    1     2 C    1     2 C    1     2 
C     1      2 C    1     2 C     1     2 C    1     2 C     1     2 C    1     2 C    1     2 C    1     2 
C       1´      2´ 
Exo-                Wt 
C       1       2 C       1       2 C       1       2 
R306A-          R306A+ 
C       1       2 C       1       2 C       1       2 C       1       2 
F309A-            F309A+ R308A-          R308A+ 
C       1´      2´ C       1       2 C       1       2 C       1       2 
Δ6-                 Δ6+ Δ6-                   Δ6+ 
        
   10x [α-32P]dATP  
C       1       2 C       1       2 C       1       2 C       1       2 
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Para determinar si la transferencia del extremo de la cadena iniciadora desde el centro 
activo de exonucleolisis al de polimerización se ve afectado por las mutaciones introducidas, se 
utiliza un sustrato híbrido que "forzase" a la DNA polimerasa a llevar a cabo un evento 
exonucleolítico previo a uno subsiguiente de síntesis. Este sustrato es una molécula del tipo 
iniciador/molde que contiene un desapareamiento G:dGMP (sp1p/sp1c+6; ver Materiales y 
Métodos) en el extremo 3´ de la cadena iniciadora. Para descartar la posibilidad de que los 
productos de síntesis que se observen sean debidos a una elongación directa del extremo 
desapareado se realizó el ensayo también con los derivados mutantes deficientes en actividad 
exonucleasa 3´-5´.  
Como podemos observar en la Figura 18C, las versiones mutantes carentes de actividad 
exonucleasa 3´-5´no elongaron el extremo desapareado del iniciador, lo que garantiza que los 
productos de síntesis observados con las versiones con actividad exonucleasa son el resultado de 
una primera eliminación exonucleolítica del extremo desapareado seguida de la adición de 
nucleótidos al extremo 3´-OH del iniciador, ahora ya perfectamente apareado. Debido a que el 
ensayo se realizó en presencia de DNA competidor, los resultados indican que el extremo de la 
cadena iniciadora se transfiere desde el centro exonucleasa al de polimerización de manera 
intramolecular sin que se produzca la disociación del enzima del DNA. En el caso del mutante 
de deleción D6, la ausencia de productos tanto de degradación como de síntesis indica la débil 
interacción que dicha polimerasa tiene con el DNA.  
 
2.6. Las DNA polimerasas mutantes interaccionan preferentemente con sustratos de banda 
simple. 
 Para estudiar la capacidad de los mutantes de reconocer y unirse a los diferentes tipos de 
sustratos de manera eficiente, se hicieron ensayos de retraso en gel. Para ello empleamos sustratos 
de cadena doble (sp1/sp1c+6) y de cadena sencilla (sp1). Con este tipo de sustrato se obtiene una 
única banda de retraso que se ha interpretado como un complejo enzima/DNA en el que el 
extremo del primer está estabilizado en el centro activo de polimerización y en el de 
exonucleolisis, respectivamente (Méndez et al., 1994). Como se observa en la Figura 19A, en 
general, los mutantes se unen de manera menos eficiente al sustrato de cadena doble que el 
enzima wild-type. Cuando se utiliza ssDNA (sp1) como sustrato, todos los mutantes, a excepción 
del Δ6, presentan valores de unión superiores a los del enzima wild-type (Figura 19B) y en todos 
ellos la estabilización al centro activo exonucleasa 3´-5´ está favorecida con respecto a la 
estabilización del extremo del primer al centro activo de polimerización (Figura 19 B). Estos 
resultados parecen sugerir que las mutaciones introducidas en el loop del subdominio TPR1 de 
la DNA polimerasa desestabilizan la interacción del extremo de la cadena iniciadora al centro de 
polimerización, favoreciendo la estabilización del extremo de la cadena iniciadora en el centro 
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activo exonucleasa 3´-5´, lo que justificaría la mayor actividad degradativa observada por los 
mutantes en los ensayos de exonucleolisis. 
 
 
Figura 19. Ensayos de retraso en gel con los diferentes sustratos de DNA. Los ensayos de retraso en 
gel se llevaron a cabo como se describe en el apartado de Materiales y Métodos, utilizando las cantidades 
indicadas en cada caso de DNA polimerasa wild-type y mutantes, usando como sustrato de DNA la 
molécula tipo molde/iniciador (sp1/sp1c+6; A) y ssDNA (sp1; B). Tras una electroforesis en condiciones 
no desnaturalizantes, la movilidad del DNA libre o del complejo DNA polimerasa/DNA se detectó 
mediante autorradiografía. El carril c corresponde a la movilidad del dsDNA (A) y ssDNA (B) en 
ausencia de DNA polimerasa. C.  Representación de los valores obtenidos en los ensayos de retraso en 
gel usando como sustratos DNA de doble cadena o DNA de cadena simple. Todos los datos están 
normalizados a partir del valor obtenido por la polimerasa wild-type con el sustrato de doble cadena al 







Wt R306A R308A F309A Y310A K311A Δ6 
sp1/sp1c+6 
sp1 
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2.7. La DNA polimerasa mutante Y310A tiene afectada su actividad de replicación del DNA 
de M13 
Teniendo en cuenta las deficiencias en la unión del DNA de cadena doble y el cambio de 
algunos mutantes en el equilibrio exo/pol, se determinó la capacidad de llevar a cabo una 
polimerización procesiva acoplada al desplazamiento de banda. Para ello se utilizó como molde 
el ssDNA circular de M13 al que se ha hibridado el oligonucleótido universal cuyo extremo 3´ 
puede ser utilizado por la DNA polimerasa como iniciador de la replicación. La DNA polimerasa 
wild-type es capaz de replicar la totalidad del DNA y proseguir la replicación desplazando la 
cadena de DNA recién sintetizado (replicación tipo círculo rodante). Como se puede observar en 
la Figura 20, a excepción del mutante de deleción Δ6 que no generó ningún producto de 
replicación detectable, probablemente por sus defectos de interacción con el DNA, todos los 
mutantes fueron capaces de llevar a cabo la polimerización acoplada al desplazamiento de banda 
ya que generaron productos de replicación de mayor longitud que el DNA unidad (7 kb). Mientras 
que la eficiencia de la replicación de los mutantes R306A y F309A fue similar a la actividad 
observada en la wild-type (92% y 87%, respectivamente), la de los mutantes R308A, Y310A y 
K311A fue 3-, 33- y 6 veces inferior a la del enzima wild-type, respectivamente (Tabla IV). A 
diferencia del resto de los mutantes, el Y310A también mostró defectos en la velocidad de la 
replicación, como se puede deducir del menor tamaño de los productos sintetizados. 
 
 
Figura 20. Replicación del DNA de M13 acoplado a desplazamiento de banda por las DNA 
polimerasas de ϕ29 mutadas en el loop del subdominio TPR1. La replicación del DNA de M13 
primado se llevó a cabo tal y como se explica en el apartado de Materiales y Métodos, usando 40 µM 
dNTPs, 60 nM de DNA polimerasa de ϕ29 wild-type o mutante y 10 mM MgCl2 como metal 
activador. Tras incubar los tiempos indicados a 30 °C, la longitud del DNA de M13 sintetizado fue 
analizada mediante electroforesis en gel alcalino de agarosa al 0,7 % y posterior autorradiografía. La 
posición del tamaño unidad del DNA de M13 está indicada a la izquierda.  	
5   10  20  5  10  20  5   10  20  5  10  20  5  10  20   5   10  20  20   tiempo (min)    
Wt R306A R308A F309A Y310A K311A Δ6 
DNA M13 
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Las proteínas mutantes Y310A y Δ6 han presentado deficiencias tanto en unión al DNA 
(ensayos de retraso en gel) como en actividad de replicación con M13, además de ver alterado su 
balance exo/pol hacia la actividad exonucleolítica. Todo esto apunta a que, tanto el loop (Δ6) 
como en particular el residuo Tyr310, son esenciales para la estabilización del extremo de la 
cadena iniciadora al centro activo de polimerización. 
 
 
2.8. Los mutantes F309A y Y310A tienen disminuida su capacidad de amplificación del TP-
DNA de ϕ29.  
En este tipo de ensayo se utilizan condiciones similares a las que emplea el bacteriófago 
in vivo. La reacción se lleva a cabo en presencia de DNA polimerasa, TP, cantidades limitantes 
de ϕ29 TP-DNA y las proteínas de ϕ29 de unión a ssDNA y a dsDNA. Esta reacción permite 
Figura 21. Amplificación del TP-DNA de f29. En la parte superior se muestra el ensayo de 
amplificación, el cual se realizó como se describe en Materiales y Métodos, en presencia de 16 pM de 
TP-DNA, 3 nM de DNA polimerasa, 6 nM de TP y 30 µM tanto de ϕ 29 SSB como de DBP. Las 
muestras se incubaron a 30 ºC durante los tiempos indicados. La longitud del TP-DNA sintetizado fue 
analizada mediante electroforesis en gel alcalino de agarosa al 0,7% y posterior autorradiografía. Se 
indica la altura a la que migra el tamaño unidad del ϕ29 DNA a la izquierda de la figura (19.285 pb). 
En la parte inferior se muestra la gráfica donde se calcula el factor de amplificación obtenido con las 
DNA polimerasas wild-type y mutantes. 




amplificar hasta tres órdenes de magnitud una cantidad limitante de TP-DNA inicial (Blanco et 
al., 1994). Aquí, la TP iniciadora acaba unida covalentemente a los extremos 5´ del DNA recién 
sintetizado, actuando como TP paterna en la siguiente ronda de replicación. 
Como se puede observar en la Figura 21, en el tiempo de 80 min, cuando la wild-type 
presenta un factor de amplificación constante de aproximadamente 75, los mutantes R306A, 
R308A y K311A muestran un factor de amplificación de entre 50-60. Incluso, el mutante R306A 
sigue aumentando su factor de amplificación hasta niveles de la wild-type. Cabe destacar que el 
mutante F309A, a pesar de mostrar una eficiente replicación con el sustrato de DNA de M13, 
apenas muestra síntesis con el DNA de ϕ29. Los mutantes Y310A y Δ6 presentan muy poca 
actividad (2% y 1%, respetivamente, de la actividad que presenta la wild-type), al igual que se ha 
visto en presencia de M13, por lo que no influye en su actividad el tipo de sustrato utilizado. Sin 
embargo, el mutante K311A que en el ensayo de replicación de M13 presentaba una actividad 
del 18% con respecto a la wild-type, en el caso de la amplificación del DNA de ϕ29 la proporción 
con respecto a la wild-type aumenta hasta un 58%, recuperando parte de la actividad. 
 
2.9. Las DNA polimerasas mutantes R306A, F309A, Y310A y D6 muestran defectos en la 
reacción de iniciación de la replicación del TP-DNA. 
Como se ha podido observar en el ensayo de amplificación, algunos mutantes presentan 
muy poca actividad de síntesis con respecto a la actividad mostrada por la enzima wild-type 
(Figura 21). Para que tenga lugar el proceso de replicación del DNA de f29, la DNA polimerasa 
debe formar un complejo con una molécula de TP libre. Este heterodímero reconoce el origen de 
replicación situado en cada uno de los extremos del genoma lineal, y la DNA polimerasa cataliza 
la incorporación dirigida por molde del 5´ dAMP iniciador al grupo hidroxilo de la Ser232 de la 
TP (reacción de iniciación). Para determinar la eficiencia de los mutantes del loop del subdominio 
TPR1 en el proceso de iniciación, se estudió la capacidad de éstos para formar el complejo TP-
dAMP, usando como sustrato el TP-DNA de f29. En la Figura 22 se puede ver cómo, a excepción 
de los mutantes K311A y el R308A que presentaron una actividad similar a la de la polimerasa 
wild-type, el resto de los mutantes presentan una eficiencia menor en la iniciación de la 
replicación del TP-DNA. El mutante R306A, que en el ensayo de amplificación presentaba 
niveles elevados de actividad (62%), en la iniciación muestra niveles del 8% de la actividad del 
enzima silvestre (Tabla IV). Este resultado probablemente esté indicando problemas de afinidad 
del mutante por el nucleótido entrante, ya que la concentración de dNTPs y dATP en los ensayos 
de amplificación e iniciación son de 80 µM y 0,2 µM, respectivamente. El mutante F309A 
también presenta una baja actividad durante la iniciación (25%) que justificaría los defectos 
observados con este mutante en la amplificación del TP-DNA. El mutante Y310A muestra un 
30% de actividad de iniciación. La baja capacidad de amplificación (2%) podría ser debida a que 
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a los problemas de iniciación se le suma su baja eficiencia de síntesis de DNA (ver ensayo de 
replicación de M13). El mutante D6 presenta niveles casi no detectables de actividad de 
iniciación, que justifican la ausencia de productos de amplificación. Este resultado podría estar 
indicando que al igual que lo que ocurría con sustratos de DNA, el mutante puede ser deficiente 
en la interacción con la TP. 
 
 
2.10. Las DNA polimerasas mutantes R306A, F309A, Y310A y D6 exhiben una interacción 
deficiente con la TP  
Es necesaria una unión estable y funcional entre la DNA polimerasa y la TP para que el 
proceso de replicación sea llevado a cabo de manera satisfactoria. Si esta interacción no se 
produce o es inestable, se producirán defectos en el proceso replicativo que pueden ir de leves, a 
la ausencia de producto replicado. Hemos visto cómo algunos de los mutantes presentan 
deficiencias en la iniciación de la replicación del TP-DNA de ϕ29. Mediante ensayos de 
interferencia se analizó si esta disminución en la actividad se debía a defectos en unión a la TP. 
En este tipo de ensayo las DNA polimerasas, tanto wild-type como los mutantes en el loop del 
subdominio TPR1, compiten por una cantidad limitante de TP con la DNA polimerasa mutante 
D249E que es catalíticamente inactiva pero mantiene intacta la capacidad de interacción con la 
TP (Blasco et al., 1993a). Así, si la capacidad de interacción de las polimerasas mutantes con la 
TP no estuviera afectada se obtendría una inhibición del 50% de la capacidad de iniciación 
cuando la relación enzima mutante/D249E fuera 1/1, como es el caso de la DNA polimerasa wild-
type y de los mutantes R308A y K311A (ver Figura 23). Por el contrario, el hecho de obtener una 
inhibición de la actividad de iniciación superior al 50% en los mutantes Δ6, Y310A, F309A y 
R306A cuando se ensayan en presencia de la misma concentración de polimerasa D249E 
sugieren que la capacidad de interacción de dichos mutantes con la TP está afectada. 
Estos datos siguen en consonancia con lo visto hasta ahora en los ensayos en los que está 
presente la TP como sustrato, siendo los mutantes K311A y R308A los que mejor iniciación y 
Iniciación:(30ng(P2,(15ng(P3,(500ng(TP2DNA,(0.2µM(dATP,(20mM(SA,(10mM(MgCl2(.(
RESULTADOS(
Wt R306A R308A F309A Y310A K311A Δ5 Δ7 
TP-dAMP 
A 
Wt R306A R308A F309A Y310A K311A Δ6 
TP-dAMP 
A 
Figura 22. Ensayos de iniciación de la replicación del TP-DNA de ϕ29 por las DNA polimerasas 
mutantes de ϕ29 del subdominio TPR1. Reacción de iniciación con molde en presencia de Mg2+. El 
ensayo de iniciación fue llevado a cabo tal y como se describe en el apartado Materiales y Métodos en 
presencia de 18 nM de DNA polimerasa wild-type o mutante, 18 nM de TP, y 10 mM MgCl2 como 
metal activador. Tras incubar 4 min a 30 °C, las muestras fueron analizadas por SDS-PAGE y posterior 
autorradiografía. A la izquierda de la figura se indica la posición a la que migra el complejo de 
iniciación TP-dAMP.  




amplificación del TP-DNA de f29 han mostrado, mientras que los mutantes Δ6 e Y310A son los 
más afectados en todos los ensayos de replicación realizados. Por otro lado, el mutante R306A, 
a pesar de su reducida actividad de iniciación con respecto a la wild-type (8%), retiene una 
capacidad de interacción con la TP y de amplificación del TP-DNA del 44% y 62%, 
respectivamente, respecto al enzima wild-type. Este resultado podría sugerir un papel para este 
residuo en la estabilización/orientación de la Ser232 en el centro activo de polimerización durante 
la reacción de iniciación sin influir en la estabilidad del complejo DNA polimerasa/TP. Como se 
ha comentado anteriormente, el hecho de que mejore considerablemente la capacidad del mutante 
R306A de amplificar el TP-DNA, a pesar de la deficiente reacción de iniciación, podría estar 
sugiriendo que los problemas de estabilización del grupo OH- de la Ser232 de la TP se traducen 
en problemas de afinidad por nucleótido, siendo patentes en la reacción de iniciación (0,2 µM 
dATP) y superados en la de amplificación (80 µM dNTPs) 
 
 
Los ensayos de interferencia han mostrado cómo gran parte de las mutaciones 
introducidas en el loop del subdominio TPR1 de la DNA polimerasa disminuyen su capacidad 
de interacción estable con la TP en diferente medida, apuntando a que este loop puede ser 
importante en el establecimiento de las interacciones con la TP necesarias para llevar a cabo la 
formación de un heterodímero estable y funcional.  
 Para confirmar los resultados obtenidos en los ensayos de interferencia, la interacción de 
las DNA polimerasas wild-type y mutantes con la TP se analizó directamente por 
Figura 23. Ensayo de interferencia por la unión con la TP de las DNA polimerasas wild-type y 
mutantes. Las reacciones se llevaron a cabo como se describe en Materiales y Métodos, usando una 
cantidad limitante de TP, cantidades fijas de cada DNA polimerasa wild-type o mutante y cantidades 
crecientes de la DNA polimerasa mutante D249E. En la gráfica se indica el TP-dAMP formado en las 
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ultracentrifugación en gradiente de glicerol, como se describe en Materiales y Métodos. Tanto la 
enzima wild-type, como la mayoría de los mutantes, formaron un heterodímero de 97 kDa con la 
TP, cosedimentando ambas proteínas en las mismas fracciones (Figura 24). Sin embargo, la DNA 
polimerasa y la TP sedimentaron independientemente como monómeros en el caso de las DNA 





2.11. Las DNA polimerasas mutantes no muestran defectos en la etapa de transición de la 
replicación del TP-DNA 
Otro paso de la replicación del TP-DNA susceptible de presentar alteraciones por las 
mutaciones introducidas en las DNA polimerasas es la transición. Esta etapa sigue a la iniciación 
Figura 24. Análisis de la 
interacción entre la DNA 
polimerasa y la TP por 
ultracentrifugación en 
gradiente de glicerol en 
presencia de 0,2 M NaCl. El 
ensayo se llevó a cabo 
preincubando 0,6 µM de DNA 
polimerasa y 0,6 µM de TP 
durante 30 minutos a 4 ºC. 
Posteriormente las muestras se 
cargaron en la parte superior de 
un gradiente de glicerol 
continuo 15%-30% (4 ml) en 
presencia de 0,2 M NaCl y se 
centrifugaron como se describe 
en Materiales y Métodos. Tras la 
centrifugación se fraccionaron 
los gradientes, se sometieron a 
SDS-PAGE y se tiñeron con 
SYPRO. En las gráficas se 
representa la cuantificación 
densitométrica en unidades 
arbitrarias de la DNA 
polimerasa (círculos negros) y la 
TP (círculos blancos). 




y durante la cual la DNA polimerasa continúa introduciendo nucleótidos mientras sigue 
formando un complejo con la TP. La disociación de ambas proteínas ocurre tras la incorporación 
del décimo nucleótido, momento a partir del cual comienza la etapa de la elongación en la que la 
misma molécula de DNA polimerasa lleva a cabo de manera procesiva y acoplada a 
desplazamiento de cadena la replicación total del DNA de f29 (Méndez et al., 1997). Como se 
ha visto en los ensayos de amplificación, algunos de los mutantes presentan una actividad de 
síntesis inferior a la del enzima wild-type, por lo que además de analizar el proceso de iniciación 
también se analizó la etapa de transición para determinar si los enzimas mutantes presentan 
problemas a la hora de llevar a cabo este paso. Con tal propósito realizamos un ensayo de 
elongación truncada utilizando los mutantes carentes de actividad exonucleolítica (ver Materiales 
y Métodos). Se analizaron los productos de reacción obtenidos tras llevar a cabo una replicación 
en presencia de los nucleótidos indicados (Figura 25). Proporcionando dATP como único 
nucleótido la DNA polimerasa WTExo- da lugar a los productos TP-dAMP y TP-(dAMP)3. En 
presencia de los nucleótidos dATP, dTTP y dGTP, la DNA polimerasa WTExo- replica hasta la 
posición octava cuando la replicación comienza desde el origen derecho del genoma del 
bacteriófago. Con los 4 dNTPs se observa también una banda en la posición 16. En el caso de los 
mutantes, si bien las intensidades de las bandas correspondientes a los diferentes productos de 
elongación estarían en correlación con sus niveles de iniciación, todos ellos fueron capaces de 
llevar a cabo la transición entre la iniciación con TP y la elongación con DNA con una eficiencia 
similar a la mostrada por el enzima wild-type, ya que el patrón de bandas obtenido fue el mismo. 
En el caso del mutante de deleción su incapacidad de llevar a cabo la reacción de iniciación no 


















Figura 25. Análisis de los productos de transición generados durante el proceso de replicación de 
f29 TP-DNA. El ensayo se llevó a cabo como se describe en Materiales y Métodos, empleando 13 nM 
TP, 13 nM de DNA polimerasa wild-type o mutante y 5 µM de los dNTPs indicados en cada caso. Tras 
incubar 5 min a 30 ºC, los productos de transición obtenidos se analizaron por SDS-PAGE de alta 
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1. Importancia del motivo LExE en el correcto posicionamiento del nucleótido entrante  
1.1. Papel estructural de los residuos Gly481 y Trp483 del motivo LExE en la formación de un 
¨bolsillo¨ hidrofóbico que acoge al dNTP entrante 
 Estudios previos donde se compararon secuencias de varias DNA polimerasas 
identificaron tres residuos carboxílicos conservados en el subdominio palm, responsables de la 
catálisis de la formación del enlace fosfodiéster (Joyce y Steitz, 1994; Arnold et al., 1995; Steitz 
et al., 1994). Esos residuos aminoacídicos, identificados en la mayoría de las DNA polimerasas, 
se hallan formando parte de dos motivos diferentes: el motivo A, que contiene un aspártico, y el 
motivo C, donde se encuentran los otros dos residuos aminoacídicos (Delarue et al., 1990; Joyce, 
1997; Patel et al., 2001a; Poch et al., 1989). En todas las estructuras tridimensionales conocidas 
de las DNA polimerasas, estos tres residuos aminoacídicos de los motivos A y C se encuentran 
juntos formando la llamada "triada catalítica", puesto que los tres están implicados en la unión 
inicial del metal divalente en el centro activo de polimerización. La resolución posterior de 
estructuras ternarias de varias DNA polimerasas demostraron que los iones catalíticos A y B 
están coordinados exclusivamente por el aspartato del motivo A y por uno de los aspartatos del 
motivo C (Wang et al., 1997). 
 Estudios estructurales y bioquímicos llevados a cabo con la DNA polimerasa de ϕ29 
demostraron que junto a estos residuos actuaba también el grupo carbonilo de la Val250, 
perteneciente al motivo A (motivo DVNSLYP), interaccionando con el fosfato g del nucleótido 
entrante, a través de su coordinación con el metal B (Berman et al., 2007; Pérez Arnaiz et al., 
2010). De manera similar, estudios estructurales llevados a cabo con la DNA polimerasa de 
Thermococcus gorgonarius y la DNA polimerasa del bacteriófago RB69 mostraron que el grupo 
carbonilo de los residuos correspondientes, Phe405 y Leu412, respectivamente, se encuentran 
también coordinando el ion metálico B (Franklin et al., 2001; Zakharova et al., 2004; Hopfner et 
al., 1999). Por tanto, independientemente de la cadena lateral, la interacción entre un grupo 
carbonilo y el complejo dNTP-metal B parece encontrarse conservada en el centro activo de 
polimerización de las DNA polimerasas de la familia B. La cadena lateral del residuo Val250 de 
la DNA polimerasa de ϕ29 se adentra en una cavidad estructural formada por los residuos Leu253 
(del motivo DVNSLYP) y los residuos Gly481 y Trp483 (pertenecientes al motivo LExE 
estudiado durante este trabajo; ver Figura 8B y Figura 26). En el resto de DNA polimerasas de la 
familia B, la correcta orientación del grupo carbonilo de los residuos de Phe/Tyr del motivo 
D(F/Y)xSLYP (homólogo al residuo Val250 en las DNA polimerasas que inician con proteína 
terminal) está garantizada gracias al empaquetamiento de los residuos Ile o Leu del motivo LExE 
(en letras negras sobre fondo gris en el alineamiento mostrado en la Figura 7. Ver también Figura 
26). Por tanto, mientras que el acortamiento de la cadena lateral en el mutante W483L podría 
provocar una alteración en la colocación correcta del grupo carbonilo de la Val250, el cambio 
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introducido en el residuo Glu481 a fenilalanina podría presentar impedimentos estéricos con la 
Val250, aunque en este último caso la actividad reducida no nos permite discernir entre esta 
posibilidad o un mal plegamiento de la proteína. Lo más probable es que estos impedimentos 
estéricos lleven a una distorsión de la estructura espacial del grupo carbonilo de la Val250, lo que 
provocaría la disminución de la eficiencia catalítica en la inserción del nucleótido entrante, la 
mayor incorporación de nucleótido erróneo y la disminución en la actividad pirofosforolítica 
observada en los mutantes Gly481 y Trp483. El hecho de la recuperación parcial de estas 
actividades en presencia del ión metálico Mn2+ por parte de los mutantes Gly481 y Trp483 puede 
deberse al mayor radio iónico del ión Mn2+ (0,8 Å) frente al del Mg2+ (0,66 Å) ya que podría 
restablecer la interacción entre la Val250 y el nucleótido entrante. Todos estos resultados nos 
permiten concluir que el papel principal del conjunto formado por Val250, Leu253, Gly481 y 
Trp483 podría ser el mantenimiento de la orientación correcta del residuo Val250 con respecto 




Figura 26. Superposición de la cavidad estructural formada por los residuos del motivo LExE de las DNA 
polimerasas de ϕ29 y RB69. Los residuos del motivo LExE están representados como esferas y el nucleótido 
entrante con varillas. Los iones metálicos A y B y el ion que proponemos como C están representados como esferas 
grises. Los datos cristalográficos correspondientes a las DNA polimerasas de ϕ29 y RB69 proceden del Protein 
Data Bank código 2PYL (Berman et al., 2007) y 1IG9 (Franklin et al., 2001), respectivamente. Las figuras se 
hicieron con el programa PyMOL. 
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1.2. El residuo Glu486 de la DNA polimerasa de ϕ29 podría estar interaccionando con un 
tercer ion metálico no catalítico. 
 Como se ha dicho anteriormente, el motivo LExE se caracteriza por tener un residuo Glu 
invariable en todos los miembros de DNA polimerasas de la familia B (Braithwaite e Ito, 1993). 
Estudios cristalográficos de la DNA polimerasa del bacteriófago RB69 muestran que junto a la 
rotación del finger, necesaria para mantener al dNTP entrante en el sitio activo, se produce una 
reorientación de la cadena lateral del Glu686 (homólogo al Glu486 de la DNA polimerasa de 
ϕ29). Este movimiento permite al residuo Glu686 interaccionar con el ion metálico no catalítico 
C, el cuál contacta de manera indirecta con el fosfato g del dNTP entrante a través de una 
molécula de agua (Franklin et al., 2001; Zakharova et al., 2004; Shamoo y Steitz, 1999). Se ha 
propuesto que esta interacción podría ayudar al posicionamiento correcto del dNTP en una 
conformación catalíticamente competente para ser atacado por el grupo 3´-OH del primer durante 
la formación del enlace fosfodiéster (Zakharova et al., 2004). 
 Los resultados obtenidos apoyan esta hipótesis. Hemos demostrado que las mutaciones 
introducidas en el residuo Glu486 de la DNA polimerasa de ϕ29 hacen disminuir la velocidad de 
replicación en presencia de Mg2+ como metal activador, posiblemente causado por una 
disminución en la afinidad por el dNTP entrante. Al igual que en el caso de los residuos que 
formaban la cavidad estructural antes mencionada (Gly481 y Trp483 del LExE, junto al residuo 
Leu253 del motivo Dx2SLYP), la presencia de Mn2+ aumenta drásticamente todas las actividades 
sintéticas de los mutantes en el residuo Glu486, apoyando para este residuo un papel en la unión 
a metal. Esta recuperación de la actividad en presencia del ión Mn2+, que podría deberse al mayor 
radio iónico de este metal con respecto al Mg2+, ya se ha observado anteriormente en la Polb, 
donde en presencia de Mg2+ la interacción se produce con los fosfatos b y g del dNTP, mientras 
que en presencia de Mn2+ los contactos se generan con los fosfatos a y g del dNTP entrante 
(Pelletier et al., 1996). El mutante E686A de la DNA polimerasa de RB69 exhibió un fenotipo 
muy similar al presentado por el residuo Glu486 de la DNA polimerasa de ϕ29, viéndose una 
disminución en la actividad de polimerización con Mg2+ que aumentó hasta niveles wild-type en 
presencia de Mn2+ (Zakharova et al., 2004). 
 El papel del motivo LExE garantizando que puedan ocurrir los contactos adecuados con 
el fosfato g del dNTP entrante, o bien a través del metal B (gracias a los residuos Gly481 y Trp483 
de la DNA polimerasa) o por medio del potencial metal C (gracias al residuo Glu486 de la DNA 
polimerasa), se apoya por la deficiencia en la actividad pirofosforolítica mostrada por los 
mutantes en estas posiciones cuando se utiliza Mg2+ como metal activador. 
 Un parámetro relevante en la medida de la fidelidad de una DNA polimerasa es la 
relación entre la eficiencia catalítica en la inserción del nucleótido correcto e incorrecto 
(Creighton et al., 1995). Como se mencionó en el apartado de "Resultados", el valor de 
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discriminación obtenido para la mayoría de los mutantes fue menor que el valor mostrado para 
la polimerasa wild-type. Teniendo en cuenta estos datos se puede especular con la posibilidad de 
que el motivo LExE contribuya a discriminar contra un apareamiento de bases incorrecto. 
 La estructura tridimensional de la DNA polimerasa de T. gorgonarius, perteneciente a la 
familia B, también apoya el papel como ligando de metal del segundo Glu del motivo LExE 
(Hopfner et al., 1999). En este caso, los dos residuos de Glu (Glu578 y Glu580) forman un sitio 
de unión inesperado para Mn2+ y Zn2+. Su proximidad al Aps404 catalítico y al fosfato g del 
nucleótido entrante sugieren un papel en la unión al nucleótido y/o catálisis de la reacción de 
polimerización (Hopfner et al., 1999). Nuestros datos bioquímicos, junto con la estructura 
cristalográfica del complejo ternario de las DNA polimerasas del tipo eucariótico, apoyan a un 
papel del residuo Glu486 en la coordinación de un tercer ion metálico en el centro activo de 
polimerización de la DNA polimerasa de ϕ29. Este metal sería crítico, no sólo para la 
incorporación del nucleótido sino también para la posible liberación de PPi (ver Figura 8A). La 
alta conservación de este residuo sugiere un papel similar como ligando de metal para los residuos 
Glu homólogos en el resto de DNA polimerasas de la familia B.  
 La presencia de un tercer ion metálico durante la catálisis de incorporación del nucleótido 
ha sido descrito recientemente para las DNA polimerasas b y η pertenecientes a las familias X e 
Y, respectivamente (Nakamura et al., 2012; Freudenthal et al., 2013; Yang et al., 2016). Más 
específicamente, los recientes estudios cristalográficos llevados a cabo en Pol η han demostrado 
que el tercer ion metálico C es esencial para que se lleve a cabo la reacción de adición de 
nucleótido, siendo su unión al centro de polimerización el paso limitante de la reacción. El metal 
C no está coordinado por ningún residuo de la polimerasa pero su unión depende de la presencia 
de los iones A y B. Una vez unido, el metal C lleva a cabo la ruptura del enlace entre el fosfato 
a y b del nucleótido entrante, promoviendo la transferencia del grupo fosforilo al extremo 3´-OH 
de la cadena iniciadora que se desprotona para la formación del nuevo enlace fosfosdiéster (Yang 
et al., 2016). Estos resultados, junto con los estudios estructurales y bioquímicos realizados con 
las DNA polimerasas de la familia B RB69 (Franklin et al., 2001; Zakharova et al., 2004; Shamoo 
y Steitz, 1999) y ϕ29 (esta Tesis) apoyan la idea del tercer ion metálico como una característica 
general en el mecanismo de inserción de nucleótidos. 
  
2. Importancia del loop del subdominio TPR1 para la correcta estabilización de la molécula 
iniciadora en el centro activo de polimerización. 
Existe un grupo de DNA polimerasas capaces de usar proteínas para iniciar el proceso 
de replicación. La mayoría de estas DNA polimerasas, pertenecientes al subgrupo Protein-
priming de la familia B, presentan una serie de adaptaciones estructurales que les permiten, 
además de iniciar la replicación usando una proteína como iniciador, tener una alta procesividad 
y capacidad de desplazamiento de banda, por lo que pueden sintetizar grandes longitudes de DNA 
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sin necesidad de proteínas tipo helicasas ni factores de procesividad. Estas dos características, 
procesividad y desplazamiento de banda, exigen una estrecha relación estructura-función. Tanto 
es así, que estas DNA polimerasas, como por ejemplo la DNA polimerasa del fago ϕ29, Nf o 
GA1 contienen dos subdominios denominados TPR1 y TPR2 (Terminal Protein Region), 
específicos de las DNA polimerasas del subgrupo de protein-priming. Estudios previos llevados 
a cabo sobre estas dos regiones en la DNA polimerasa de ϕ29 revelaron la importancia del 
subdominio TPR2 en conferir procesividad a la DNA polimerasa, así como en la apertura del 
DNA durante la replicación (desplazamiento de banda; Rodríguez et al., 2005),  mientras que el 
subdominio TPR1 establece las principales interacciones con la TP, además de contribuir a la 
correcta orientación tanto del extremo 3´-OH de una cadena iniciadora de DNA como del grupo 
OH de la Ser232 de la TP en el centro activo de polimerización (Dufour et al., 2000; Dufour et 
al., 2003). En esta Tesis hemos estudiado residuos del subdominio TPR1 localizados en el loop 
que se encuentra en la entrada del surco de unión de los sustratos de la polimerasa, DNA y TP.   
 
2.1. Papel del  loop del subdominio TRP1 en la estabilización del extremo del primer de DNA 
al centro activo de polimerización. 
 La DNA polimerasa del bacteriófago f29 es capaz de llevar a cabo tanto la actividad de 
polimerización como la actividad de exonucleolisis 3´-5´. Cada una reside en dominios 
independientes. Ambas actividades deben estar perfectamente coordinadas para lograr una 
síntesis eficiente y sin errores. En condiciones estables de sal y temperatura y con un balance 
adecuado de los cuatro dNTPs, el factor que afecta principalmente el equilibrio entre ambas 
actividades es la estabilidad del extremo de la cadena iniciadora en cada centro activo, extremo 
que se une de manera preferente al centro activo de polimerización para dar lugar a la elongación 
de la cadena de DNA. Existen factores que reducen la estabilidad del extremo iniciador en el 
centro activo de polimerización como una baja fuerza iónica o la alta temperatura, pero el factor 
que más afecta la estabilidad es la presencia de un desapareamiento en el extremo, que provoca 
una disminución en la velocidad de polimerización, favoreciendo la unión del extremo 3´ al 
centro activo de exonucleolisis.  
 Durante la caracterización bioquímica realizada sobre los residuos del loop del 
subdominio TPR1 de la DNA polimerasa de f29, hemos visto que los mutantes Y310A, K311A 
y el mutante de deleción Δ6 presentan un desbalance entre las actividades de exonucleolisis 3´-
5´ y de polimerización, teniendo lugar una mayor actividad exonucleolítica sobre DNA de cadena 
doble principalmente. La eliminación de la actividad exonucleasa permitió demostrar defectos 
adicionales en la inserción de nucleótidos, fundamentalmente debidos a una deficiente 
estabilización del extremo del primer en el centro activo de polimerización, como se deduce de 
los defectos observados en la interacción de las proteínas mutantes con la molécula sp1/sp1c+6. 
Por otra parte, las proteínas mutantes también mostraron una mayor actividad exonucleolítica 
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sobre ssDNA que el enzima wild-type debido a una mayor estabilización del DNA en el centro 
exonucleasa, como se deduce de los ensayos de unión a ssDNA. Estos resultados permiten 
proponer un papel del loop del subdominio TPR1 y más específicamente de los residuos Tyr310 
y Lys311 en la estabilización preferente del extremo del primer al centro activo de 
polimerización, lo cual prevendría una degradación inicial del sustrato previa a la inserción de 
nucleótido. Estos resultados son similares a los obtenidos en el estudio de los residuos 
pertenecientes a los motivos KxY (Blasco et al., 1995) y Tx2GR (Méndez et al., 1994), ambos 
presentes también en el dominio C-terminal de la DNA polimerasa de f29, en los cuales se vio 
que cambios en residuos de estos motivos provocaban una pérdida de unión o estabilidad entre 
la molécula iniciadora y las DNA polimerasas mutantes, presentando todas un aumento en la 
actividad exonucleolítica, así como un desbalance entre las actividades acopladas de 
polimerización/exonucleolisis (favoreciéndose esta última) y una síntesis de DNA disminuida en 
reacciones dependientes de DNA. Por lo tanto, estos dos motivos, junto con el loop del motivo 
TPR1 son responsables de la estabilización del extremo del primer en el centro activo de 
polimerización.  
 
2.2. Papel del  loop del subdominio TRP1 en la estabilización del dominio de iniciación de la 
TP al centro activo de polimerización 
 Numerosos estudios realizados tanto in vitro como in vivo, utilizando sobre todo el 
bacteriófago f29 y Adenovirus como sistemas modelo, apoyan los datos obtenidos sobre el 
mecanismo de replicación del DNA iniciado por proteína (Olovnikov 1973; Watson 1972; 
Kornberg y Baker 1992; González-Huici et al., 2000). Inicialmente, las DNA polimerasas 
forman, con su correspondiente TP, un heterodímero que reconoce los orígenes de replicación 
localizados en ambos extremos del genoma linear y que se compone de una TP unida 
covalentemente en su extremo 5´ y una secuencia específica de DNA. Seguidamente, la DNA 
polimerasa cataliza tanto la formación del complejo covalente entre la molécula libre de TP y el 
dAMP inicial, como su posterior elongación acoplada al desplazamiento de banda, al igual que 
ocurre en la replicación del TP-DNA de otros bacteriófagos como el PRD1 (Caldentey et al., 
1992; Caldentey et al., 1993), Cp1 (Martín et al., 1996), GA-1 (Illana et al., 1996; Longas et al., 
2006) y Nf (González-Huici et al., 2000, Longas et al., 2006). Resultados previos obtenidos 
intercambiando las DNA polimerasas, TPs y TP-DNAs de los fagos Nf, GA-1 y f29 pusieron de 
manifiesto la gran especificidad entre la DNA polimerasa, la TP y el TP-DNA (Freire et al., 1996; 
Longas et al., 2006). 
 La obtención de la estructura cristalográfica de alta resolución del complejo DNA 
polimerasa/TP de f29 muestra que la TP posee tres dominios estructurales, el dominio C-terminal 
(también llamado priming domain), cargado negativamente y que se acomoda en el dominio de 
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polimerización de la polimerasa quedando envuelto por el dominio thumb y el subdominio TPR2, 
el dominio N-terminal y un dominio Intermedio, de carga positiva, cuya estructura es 
complementaria al subdominio TPR1 de la DNA polimerasa (Kamtekar et al., 2006). 
 Tras la caracterización bioquímica de los residuos del loop pertenecientes al subdominio 
TPR1, se observa que los mutantes F309A, Y310A y Δ6 presentan defectos en la amplificación 
del TP-DNA, en la que el sustrato iniciador es la TP. Estos defectos son debidos a la incapacidad 
de llevar a cabo la reacción de iniciación de la replicación como consecuencia de una interacción 
deficiente con la TP iniciadora, como se deduce de los ensayos de interferencia así como de 
gradiente de glicerol. En el caso específico de los mutantes Y310A y Δ6, a estos defectos se le 
sumarían los anteriormente comentados en la estabilización del DNA en el centro de 
polimerización que hacen que prácticamente no se puedan detectar productos de amplificación 
del TP-DNA. En hecho de que la actividad de polimerización del mutante F309A se recupere o 
aumente significativamente si el sustrato es DNA, como en el caso de la replicación del DNA de 
M13 y de moléculas tipo iniciador/molde, sugiere un papel más específico de este residuo en la 
estabilización del dominio de iniciación de la TP en el centro activo de polimerización. Aunque 
el mutante F309A cosedimentaba con la TP, resultado que pareciera indicar que la estabilidad 
del heterodímero no está afectada por la mutación introducida, la pobre desoxinucleotidilación 
exhibida por la DNA polimerasa mutante en ausencia de molde, así como la falta de competición 
con la DNA polimerasa D249A que muestra el ensayo de interferencia, pueden estar reflejando 
una interacción estable (a diferencia de los mutantes Y310A y Δ6), pero no funcional con la TP, 
no siendo capaz de posicionar correctamente el dATP iniciador en el centro activo de 
polimerización. Por otra parte, el mutante R306A, si bien presentó defectos en la interacción con 
la TP, como se deduce del ensayo de interferencia y que dieron lugar a una reducida actividad de 
iniciación de la replicación, mostró unos niveles similares a los del enzima wild-type en la 
reacción de amplificación del TP-DNA. Este resultado podría estar indicando defectos en la Km 
por el nucleótido iniciador que se manifestarían en la reacción de iniciación en la que se utilizan 
0,2 µM dATP y no en la de amplificación en la que la concentración de dATP es 400 veces 
superior. Por tanto, los residuos Arg306 y Phe309 podrían desempeñar un papel en la correcta 
orientación de la cadena lateral de la Ser232, haciendo que el grupo 3´-OH se coloque en la 
posición correcta para iniciar el proceso de replicación del DNA de f29. Estos resultados apoyan 
el papel del subdominio TPR1 en el establecimiento de las interacciones necesarias para el 
mantenimiento del heterodímero en la reacción de iniciación, así como en la correcta orientación 
del dominio iniciador de la TP en el centro activo de la polimerasa. En este sentido, resultados 
previos derivados del estudio funcional de los residuos Asp332 y Leu342 del subdominio TPR1 
mostraron como las mutaciones introducidas en ambos residuos afectaban específicamente la 
replicación del TP-DNA como consecuencia de una disminución en la eficiencia catalítica de las 
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reacciones iniciadas por TP debido a una interacción no funcional de las polimerasas mutantes 































1. Mediante mutagénesis dirigida en el gen de la DNA polimerasa del bacteriófago ϕ29 
hemos mostrado cómo las mutaciones introducidas en los codones que codifican los 
residuos de aminoácido Gly481 y Trp483 del motivo LExE disminuyen la eficiencia de 
inserción de nucleótidos de la DNA polimerasa, así como su actividad pirofosforolítica 
en presencia de iones Mg2+, reacciones que se ven notablemente mejoradas cuando se 
utiliza Mn2+ como metal activador. Esos resultados, junto con la resolución 
cristalográfica previa del complejo ternario de la DNA polimerasa de ϕ29, nos permite 
inferir que la Gly481 y el Trp483 forman parte de un "bolsillo" hidrofóbico que orienta 
la Val250 para que ésta interaccione correctamente con el nucleótido entrante.  
2. Mediante mutagénesis dirigida en el gen de la DNA polimerasa del bacteriófago ϕ29 
hemos mostrado cómo las mutaciones introducidas en el codón que codifica el residuo 
de aminoácido Glu486 del motivo LExE da lugar a una variante mutante de la polimerasa 
que muestra una velocidad de replicación y una actividad pirofosforolítica deficientes en 
presencia de Mg2+ como metal activador. La recuperación de ambas reacciones con Mn2+, 
junto con la resolución cristalográfica de DNA polimerasas de tipo eucariótico apoyan 
un papel para el Glu486 del motivo LExE en la interacción con el fosfato g del nucleótido 
entrante a través de un potencial tercer ión metálico. 
3.  La fidelidad en la inserción de nucleótidos de las DNA polimerasas portadoras de 
sustituciones en las posiciones Gly481, Trp483, Ala484 y Glu486 fue muy inferior a la 
mostrada por el enzima wild-type. Considerando esos datos podemos proponer que los 
residuos del motivo LExE contribuyen a discriminar contra la inserción de un nucleótido 
incorrecto. 
4. El subdominio TPR1 de las DNA polimerasas que inician la replicación utilizando una 
TP contiene un loop flexible a la entrada del surco de unión del DNA en el dominio de 
polimerización. Hemos mostrado cómo la sustitución de residuos específicos de dicho 
loop de la DNA polimerasa de ϕ29, como la Tyr310 y la Lys311, así como la deleción 
del mismo dan lugar a variantes de la DNA polimerasa con mayor actividad 
exonucleolítica y reducida capacidad de polimerización debidas a una estabilización 
preferente del extremo de la cadena primer al centro activo exonucleasa. Estos resultados 
permiten proponer un papel para el loop del subdominio TPR1 en la estabilización del 
extremo de la cadena iniciadora de DNA en el centro activo de polimerización. 
5. La sustitución individual de los residuos de aminoácido Arg306, Phe309, Tyr310 del 
loop del subdominio TPR1 de la polimerasa de ϕ29, así como la deleción de dicho loop 
dan lugar a variantes de la polimerasa que presentan una interacción deficiente con la TP 
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iniciadora, permitiendo proponer un papel para el loop del subdominio TPR1 en la 
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